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Introduction 
 

A. La Matrice extracellulaire (MEC) 
 

1. Généralités 
 

La matrice extracellulaire (MEC) est l’ensemble des macromolécules à l'extérieur des 

cellules d’un organisme sur laquelle elles peuvent se fixer, de manière transitoire ou durable. 

La MEC forme un réseau d’ancrage également pour les protéines, sucres, lipides et acides 

nucléiques qui jouent des rôles essentiels dans les phénomènes cellulaires physiologiques 

et/ou pathologiques (Figure 1). Cette matrice, en plus d’une fonction cargo en molécules 

d’intérêts, est un support mécanique qui permet de faire le lien entre les interactions 

intercellulaires et cellule-environnement afin de s’adapter efficacement aux différents besoins 

des cellules de l’organisme ainsi qu’aux évolutions de son environnement. Ce support 

physique est essentiel dans les phénomènes de migration cellulaire et notamment lors de 

l’embryogenèse.  

 L’apparition de la matrice extracellulaire au cours de l’Évolution est liée à l’apparition 

des premières espèces animales pluricellulaires (éponges) il y a plus 500 millions d’années lors 

de l’Édiacarien, dernière période géologique du Pré-Cambrien (Gehling & Rigby 1996). Cette 

matrice, aujourd’hui répandue chez tous les métazoaires, a été la clé dans l’arrangement des 

cellules en tissus et à l’élaboration de nouvelles structures. Au cours de l’évolution, les 

quantités relatives des molécules qui la composent ont varié tout comme son organisation, 

aboutissant à une diversité de formes (par exemple chez les vertébrés avec la calcification de 

certaines MEC) et de spécificités. 

 La composition de la MEC regroupe 4 grandes « familles » de molécules (collagènes, 

glycoprotéines, molécules élastiques et protéoglycanes) qui permettent au tissu d'assurer ses 

A 

Figure 1 : Schémas représentant la matrice extracellulaire et leurs composantes vues au niveau des surfaces 
cellulaires (A) et au sein d’un tissu (B). D’après Pearson Education Inc. 

B A 
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rôles de soutien mécanique, de rétention/distribution en protéines d'intérêt pour les cellules 

environnantes, de lubrification des tissus et cohésion cellulaire (Figure 1). 

 

2. Les collagènes 
 

 Les collagènes forment une famille de protéines comprenant 28 membres recensés à 

ce jour et représentent plus d’un quart de la masse protéique totale chez l'Homme. Ces 

protéines sont sécrétées principalement par les fibroblastes et possèdent une organisation 

structurale typique qui donne aux collagènes leur propriété de résistance à la traction et à la 

tension. En effet, les collagènes partagent un motif tripeptidique caractéristique de séquence 

Gly-X-Y où Gly est une glycine, X une proline et Y une 4-hydroxyproline le plus souvent. Cette 

séquence forme un domaine en triple hélice, c’est-à-dire qu’en s’assemblant avec 2 autres 

partenaires du même type (homotrimère) ou de la même famille (hétérotrimère) les 3 

protéines vont former une triple hélice. Cette structure superenroulée positionne les chaines 

latérales des acides aminés vers l’extérieur de l’hélice, ce qui va permettre l’interaction avec 

d’autres molécules. Les triples hélices peuvent interagir avec d’autres triples hélices de 

collagène pour former des fibres de collagène. Leur composition varie en fonction du tissu 

dans lequel elles sont localisées. Par exemple, les collagènes II, III, IX et XI sont retrouvés 

associés dans le cartilage (Wu et al. 2010) alors que l’association des collagènes I et V est 

retrouvée dans la cornée (Bruckner 2010). La longueur des fibres varie selon le tissu et le type 

de collagène engagé dans la triple hélice et sera, par exemple, plus importante dans un tendon 

qu’au niveau de la peau. Mais il existe également d'autres modes d’association des collagènes, 

comme les assemblages en réseau, en filament, et divers arrangements de type fibre (fibre 

d’ancrage, simple ou avec interruption de la triple hélice) qui dépendent du type de collagène 

(Figure 2) (Ricard-Blum 2011). Les collagènes peuvent également être porteurs de chaines de 

B A 

Figure 2 : Différents assemblages (A) et mode d’assemblage supramoléculaires (B) de collagènes. D’après 
Ricard-Blum 2011 et Pearson Education Inc. 
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glycosaminoglycanes (GAG) et donc former un protéoglycane, c’est le cas par exemple du 

collagène XVIII. La coupure de ce dernier permet de relarguer un fragment soluble appelé 

endostatine présentant une activité anti-angiogénique (Seppinen & Pihlajaniemi 2011). 

La formation de ces superstructures insolubles est encore mal connue et ne dépend 

pas que de la proportion en différents collagènes pour aboutir à la structure voulue in vitro 

(Bruckner 2010). En effet, les associations des triples hélices de collagènes sont initiées, 

guidées ou influencées par d’autres collagènes (Wenstrup et al. 2004), par différents 

composants de la MEC comme les protéoglycanes (Chakravarti et al. 2000) (Kalamajski & 

Oldberg 2010), la fibronectine ou par des protéines transmembranaires comme les intégrines 

par exemple (Kadler et al. 2008).  

 

3. Les glycoprotéines matricielles 
 

Plus de 200 glycoprotéines sont connues et forment une famille comportant des 

protéines de haut poids moléculaire (jusqu’à 1000kDa) auxquelles sont attachés de manière 

covalente des oligosaccharides, d’où le terme de « glycoprotéine ». Elles peuvent être 

ubiquitaires (cas de la fibronectine) ou tissu-spécifiques (cas des laminines retrouvées dans 

les membranes basales). Leur rôle est essentiel dans l'adhésion avec les molécules de la MEC 

et de la surface cellulaire comparé au rôle plutôt structural des collagènes. 

Les glycoprotéines matricielles ont des structures (ou modules) connues favorisant la 

multimérisation et les interactions avec les autres protéines exposées dans la MEC. La 

fibronectine, par exemple, forme un dimère qui possède des motifs d'interaction avec les 

collagènes de la matrice comme avec les intégrines cellulaires (Figure 3). L'interaction avec 

Figure 3 : Domaines d’interaction et organisation des domaines de la fibronectine (A). Représentation 
d’une interaction cellule-matrice via la fibronectine (B). D’après Addison Wesley Longman Inc, et Nature 
Education 2010 

A B 
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ces dernières se fait via un module tripeptidique « RGD » (arginyl-glycyl-aspartate) reconnu 

par les intégrines. La fibronectine est également capable de se lier aux fibrines (rôle dans 

l’hémostase) et aux glycosaminoglycanes (Mao & Schwarzbauer 2005). Parmi les 

glycoprotéines les plus étudiées se trouvent également les laminines, les tenascines, le 

nidogène et les thrombospondines possèdant leurs propres modules d’interaction. Les 

glycoprotéines matricielles ont des rôles physiologiques importants, notamment  dans la 

croissance cellulaire en emprisonnant certains facteurs de croissance qui seront relargués lors 

de la protéolyse de celles-ci (Pankov & Yamada 2002). Des rôles ont également été montrés 

lors de l’embryogenèse (George et al. 1993). 

 

4. Les molécules élastiques 
 

 L’élasticité est principalement assurée par les élastines, et dans une moindre mesure 

les fibrillines qui sont des protéines aux propriétés élastiques sécrétées jusqu’à la fin de la 

croissance de l’organisme par les fibroblastes. L’origine de l’élasticité de ces protéines réside 

dans leur séquence primaire. En effet, elles sont composées d’acides aminés hydrophobes à 

plus de 80% qui vont former au repos des clusters hydrophobes, repliant ainsi la protéine. Les 

élastines sont également reliées entre elles par des liaisons desmosines ou isodesmosines. 

Lors de l’étirement des molécules, les interactions hydrophobes sont rompues, les protéines 

sont alors dépliées augmentant ainsi la longueur. Lorsque plus aucune force de tension n’est 

appliquée, les protéines vont revenir à un état thermodynamiquement favorable et reformer 

des interactions au niveau de leurs acides aminés hydrophobes ce qui va raccourcir la 

macromolécule (Figure 4).  

 Ces protéines sont 

retrouvées dans les matrices 

sujettes aux forces de tension 

comme au niveau de la peau, 

des poumons, des vaisseaux 

sanguins, des tissus conjonctifs, 

des tendons… Les molécules 

d’élastine sont également 

intimement liées aux fibres de 

collagènes dans la matrice 

extracellulaire et peuvent 

représenter plus de la moitié en 

masse du tissu sec (e.g. l’aorte) 

(Wise & Weiss 2009). 

 

 

 

Figure 4 : Représentation d’un réseau d’élastine au repos (haut) et 
étiré (bas). D’après Molecular Biology of the Cell 5th edition. 
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5. Les protéoglycanes (PG) 
 

 La dernière grande famille composant les matrices extracellulaires est celle des 

protéoglycanes (PG). Ce sont des protéines particulières sur lesquelles sont liées de manière 

covalente une ou plusieurs chaines de sucres non-ramifiées appelées glycosaminoglycanes 

Figure 5 : Principaux protéoglycanes cellulaires et matriciels et classification selon leur protéine 
cœur, leur localisation et leur structure. SLRP : Small Leucine Rich Proteoglycan. Les chaines de 
GAG sont représentées en collier de perles. D’après (Edwards 2012). 
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(GAG) (Figure 5). Ces chaines possèdent un certain motif disaccharidique répété selon leur 

partie protéique (appelée « protéine cœur ») mais sont généralement toutes composées 

d’une hexosamine liée à un acide uronique (sauf pour les kératanes sulfates où l’uronate est 

remplacé par un galactose).  Parmi les GAG, on retrouve les Chondroïtines Sulfates (CS), 

Dermatanes Sulfates (DS), Héparanes Sulfates (HS), Héparine (Hp), Kératanes Sulfates (KS) et 

l’Acide Hyaluronique (AH). Ce dernier GAG a la particularité de n’être jamais lié covalemment 

à une protéine cœur. 

 De par leur nature hydrophile, les PG sécrétés avec leurs longues chaines de GAG vont 

capter une grande quantité d’eau et d’ions au niveau de la matrice, assurant ainsi le 

remplissage des espaces et leur lubrification. Les GAG et protéines cœur des PG peuvent 

former des associations intermoléculaires entre eux ainsi qu'avec d'autres protéines de la 

MEC. Ces interactions ainsi que le pouvoir rhéologique des GAG vont être responsables de la 

résistance à la compression. Cela joue un rôle essentiel au niveau des cartilages comme dans 

les résistances mécaniques d'autres tissus comme la peau, les tendons… 

 Au cours de leur polymérisation, les chaines de GAG vont pouvoir être modifiées 

principalement par des sulfatations et épimérisation à certaines positions du motif 

disaccharidique lui conférant une certaine structure. Cela va permettre d’interagir avec des 

molécules de type cytokines, facteurs de croissances (Tufvesson & Westergren-Thorsson 

2002)… et de créer un réservoir de protéines au niveau des tissus sur lesquels elles vont 

pouvoir agir. Il existe plus d’une trentaine de protéoglycanes recensés dans la matrice classés 

selon leur localisation, leur protéine cœur et leur(s) chaine(s) de GAG, ainsi que par leur 

séquence de reconnaissance d’autres molécules (glycoprotéines, GAG, protéines…) (Iozzo & 

Murdoch 1996). Du fait de leur très grande diversité et leur capacité d’interaction, les PG 

jouent des rôles variés dans le développement, lors de réponses immunitaires (Iozzo 1998)… 

et également dans des processus pathologiques tel que dans le cancer, l’adsorption de 

pathogènes (Iozzo & Sanderson 2011) (Guo et al. 1998)…  

 Les PG sont également retrouvés à la surface de toutes les cellules de mammifères ce 

qui en fait un acteur essentiel dans les nombreux processus physiologiques et pathologiques 

comme vu précédemment. L’étude de cette famille de molécules est devenue un sujet majeur 

pour la compréhension des phénomènes dans lesquels ils sont impliqués. 

   

B. Les Protéoglycanes 
 

1. Historique 
 

a) Découverte du premier GAG : histoire autour du 
« chondroitinschwefelsäure » 

 

En 1884, Krukenberg isole une molécule à partir de cartilage hyalin (principalement 

présent au niveau des articulations) par extraction en milieu alcalin dilué à température 

ambiante : c’est la première préparation d’un GAG (Krukenberg 1884). 
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En 1891, Schmiedeberg nomme cette préparation le Chondroitinschwefelsäure (acide 

sulfurique de chondroïne) de chondros signifiant le cartilage, ce qui va devenir « chondroïtine 

sulfate » par la suite. Il en déduit également la composition, à savoir : de l’acétate, sulfate, 

acide glucuronique et hexosamine (Schmiedeberg 1891). 

Les recherches se poursuivent et ce n’est qu’en 1914 que la structure de l’hexosamine 

est déterminée par Levene et Laforge, d’abord appelée chondrosamine puis renommée 

galactosamine par la suite (Levene & LaForge 1914). 

La molécule de chondroïtine sulfate est connue pour être un enchainement 

disaccharidique (appelé chondrosine), et en 1941 Levene et Laforge propose une structure 

erronée de ce motif, en proposant l’acide hexuronique comme porteur de l’extrémité 

réductrice (Levene & LaForge 1941). Ce n’est que 10 ans plus tard que Masamune et al 

corrigent cette structure en proposant la 1ère structure correcte avec la galactosamine 

porteuse de l’extrémité réductrice (Masamune et al. 1951). 

Davidson et Meyer déterminent en 1955 la liaison dans le motif disaccharidique 

[GlcAβ1-3GalNAc] (Davidson & Meyer 1955) puis entre les unités disaccharidiques [-4GlcAβ1-

3GalNAc1β-] en 1956 (Meyer et al. 1956). 

Par la suite, ce sont les différentes positions des sulfatations qui ont été déterminées 

par des analyses infrarouges (Mathews 1958) (Hoffman et al. 1958). 

 

b) Découverte des protéines cœur du PG 
 

Du fait des conditions d’extraction des chondroïtines sulfates (en milieu alcalin), la 

structure proposée du cartilage était alors faite d’interactions ioniques entre les CS et les 

collagènes (Meyer & Smyth 1937). C’est en 1954 que Shatton et Schubert mettent en évidence 

la présence de protéines non-collagènes ne pouvant être séparées des CS en solution aqueuse 

à pH neutre. Cette protéine est alors appelée « protéine polysaccharide » et est en fait la 

première mise en évidence d'un PG qui s’avère être l’aggrécan (Shatton & Schubert 1954). 

 En 1958, Helen Muir apporte une nouvelle preuve de l’existence des PG en démontrant 

la présence d’acides aminés toujours liés à la chaine de GAG après une digestion protéique à 

la papaïne (Muir 1958). Elle montre également que la sérine est le seul acide aminé ayant un 

ratio molaire de plus de 1 avec la chaine de GAG, indiquant donc que les chaines de GAG sont 

liés à ce résidu sérine. 

 

2. Les protéines cœur 
 

a) Classification 
 

Les protéoglycanes peuvent être classés selon 4 critères en fonction de leur localisation 

au niveau de la cellule et de l'organisme (PG de la MEC, membranaires, intracellulaires ou 

circulants) : 
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(1) Les PG de la matrice extracellulaire 
 

Dans cette famille, on peut distinguer 3 sous-ensembles selon leurs motifs protéiques : 

 

(a) Les SLRP (Small Leucine Rich Proteoglycans) 
 

 Cette sous-famille est constituée de PG ayant une protéine cœur d'environ 40kDa  avec 

une organisation en domaine au niveau de leur séquence primaire. Les SLRP possèdent des 

motifs riches en acide aminé Leucine appelés LRR (pour Leucine Rich Repeats) de séquence 

LxxLxLxxNxI (où L est généralement une leucine, N une asparagine, I une isoleucine, et x un 

acide aminé quelconque) (Figure 6), le tout formant un repliement tridimensionnel en « fer à 

cheval » (Kobe & Deisenhofer 1993) (Scott et al. 2006) (Figures 5 et 7). Au cours de l'évolution, 

4 cystéines N-terminales et 2 en position C-terminale ont été conservées et forment des ponts 

disulfures, jouant un rôle structural important (Figure 6).  

 On retrouve principalement parmi les SLRP, le biglycan, la décorine, le lumican et la 

fibromoduline qui sont les plus étudiés (Figure 5). Des séquences consensus serylglycines sont 

retrouvées dans leur séquence primaire permettant la polymérisation de chaines de 

chondroïtines ou dermatanes sulfates (CS/DS) au niveau de ces sérines. Des chaines de 

kératane sulfate (KS) peuvent également y être liées ou au niveau de l'asparagine des LRR 

(Figure 6). 

 Les SLRP peuvent interagir au niveau de la matrice avec leur protéine cœur et via leur 

chaine de GAG et former des interactions protéine-protéine ou protéine-sucre. Ainsi, ils 

peuvent interagir avec les collagènes de la MEC (Svensson et al. 1995) (Kalamajski & Oldberg 

2009), comme avec des cytokines telles que le TGF-(Kolb et al. 2001), TNF-(Tufvesson & 

Westergren-Thorsson 2002), BMP-4 (Chen et al. 2004), PDGF (Nili et al. 2003)... participant à 

la régulation de leur fonction au niveau spatial et temporel. Les SLRP sont également capables 

Figure 6 : Organisation structurale de trois différents SLRP. Les GAG 
(chondroïtine/dermatane/kératane sulfates) sont représentés en collier de 
perle. D’après (Edwards 2012). 
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d'interagir directement avec les cellules via des récepteurs membranaires comme les Toll-like 

receptors (TLR) (Schaefer et al. 2005), l'EGFR (Iozzo et al. 1999) et donc de réguler certaines 

activités physiologiques (Figure 7).  

 

(b) Les hyalectans (ou lecticans) 
 

 Hyalectan est la contraction de « hyaluronane » et « lectine » car ces PG ont la 

propriété via leurs domaines link et lectine de type C  d'interagir à la fois avec l'acide 

hyaluronique et les sucres de glycoprotéines en faisant intervenir un ion calcium (comme les 

ténascines). Les différents hyalectans ont une organisation protéique semblable. En effet, les 

domaines d'interaction link N-terminal et lectine C-terminal sont des domaines globulaires 

conservés entre les différents membres (Sandy et al. 1990) (Kohda et al. 1996) (Brissett & 

Perkins 1998). Les hyalectans se différencient entre eux par leur région centrale dont la 

séquence primaire et la longueur varient. C'est aussi au niveau de ce domaine que sont 

attachées les chaines de GAG pour former le PG. 

 La famille des hyalectans est composée de 4 membres qui sont le versican, l'aggrécan, 

le neurocan et le brévican (Figure 5). Ce sont des PG à chondroïtine sulfate (CSPG) strict à 

l'exception de l'aggrécan sur lequel des chaines de kératane sulfate sont aussi polymérisées. 

Leur localisation est aussi différente, bien que l'aggrécan et le versican soient assez 

ubiquitairement exprimés dans l'organisme, les neurocans et brévicans quant à eux sont 

principalement retrouvés au niveau du cerveau (Rauch et al. 2001) (Yamaguchi 1996). Ils 

jouent un rôle important dans les migrations cellulaires, dans la formation de motifs pendant 

le développement du système nerveux périphérique etc. L'aggrécan joue un rôle primordial 

également dans les cartilages de par sa très grande taille et sa capacité à remplir les espaces 

en occupant un large volume hydrodynamique. 

 

Figure 7 : Schéma d’interaction entre un SLRP et un récepteur cellulaire 
via la protéine cœur. D’après (Merline et al. 2009). 
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(c) Les autres PG de la MEC 
 

 Ils ne constituent pas une famille à part entière car ils ne possèdent pas de motifs 

communs entre eux. On y retrouve 5 types de collagènes (dont le collagène XVIII 

précédemment détaillé) qui forment des molécules hybrides. Il y a également une isoforme 

de l'agrine qui joue des rôles importants dans le cerveau et l'immunité (Bezakova & Ruegg 

2003), le bamacan au niveau des membranes basales et le perlécan également retrouvé dans 

les lames basales (Figure 5) et qui possède un grand nombre de partenaires protéiques comme 

des facteurs de croissance (Mongiat et al. 2000), intégrines, protéines de la matrice...et joue 

par voie de conséquence des rôles très variés, notamment pour la formation de ces lames 

basales (Behrens et al. 2012). 

 En effet, le perlécan est un PG à HS (HSPG) avec une masse moléculaire de plus de 

800kDa ce qui en fait une des plus grosses protéines chez l’Homme. Il est constitué de 5 

domaines indépendants notés de I à V (Figure 8). Le domaine I N-terminal possède 3 

séquences d’ancrage aux chaines d’HS, et ces dernières vont notamment interagir avec des 

facteurs de croissance et constituer un réservoir de protéines. Ce domaine est le seul qui soit 

unique dans le perlécan, les autres domaines partageant une très grande homologie de 

séquence avec d’autres protéines de la MEC (Murdoch et al. 1992). Le domaine II est capable 

d’interagir avec des lipoprotéines (comme le LDL) et les domaines III, IV et V via leurs différents 

motifs peuvent se lier aux intégrines cellulaires, à la MEC et à des facteurs de croissance. Les 

souris KO pour le gène codant le perlécan subissent une mort embryonnaire ou néonatale et 

présentent de nombreuses anomalies au niveau des cartilages, des os, dans le développement 

de certains organes (Iozzo 2005) (Knox & Whitelock 2006) (Farach-Carson et al. 2014)…  

 

(2) Les PG membranaires 
 

Les PG attachés à la membrane plasmique sont répartis en 4 familles (CD44, 

bétaglycan, syndécans et glypicans) : 

Figure 8 : Schéma d’organisation du perlécan. Les cinq domaines sont numérotés en chiffres romains de 
l’extrémité N-terminale à C-terminale. SEA module : Sperm protein, enterokinase, agrin module ; LDL : Low 
density lipoprotein ; EGF-like : Epidermal growth factor-like ; Ig-like : Immunoglobuline-like. D’après (Iozzo 
2005). 



  

   25 
 

(a) Le CD44 
 

 Le CD44 est codé par un seul gène mais le transcrit peut subir différents épissages 

aboutissant à plusieurs isoformes du CD44. Ce sont des protéines transmembranaires avec un 

domaine C-terminal cytosolique, un domaine transmembranaire et un domaine N-terminal 

extracellulaire. Ce dernier domaine varie en longueur selon son épissage. C'est au niveau de 

cet ectodomaine que sont retrouvées les chaines de GAG adjointes : principalement des CS 

sauf pour une isoforme possédant préférentiellement des HS. 

 Le CD44 standard (CD44s) interagit avec l'acide hyaluronique de la MEC (Aruffo et al. 

1990) (Lesley et al. 2000), mais toutes les isoformes n'en sont pas capables. Les CD44 

interviennent dans de nombreux processus cellulaires (adhésion, survie, différenciation...) 

grâce aux multiples interactions possibles de molécules signal au niveau soit de la protéine 

cœur, soit de la chaine de GAG (Ponta et al. 2003) (Figure 9). Ils sont exprimés dans de 

nombreux types cellulaires.  

 

 

 

Figure 9 : Organisation d’une isoforme du 
CD44 (CD44v3) porteuse de deux chaines de 
GAG (cercles jaunes). Les O-glycosylations 
sont représentées par des cercles orange, les 
N-glycosylations par des cercles verts. OPN : 
ostéopontine ; FGF2 : Fibroblast growth 
factor 2 ; HGF : Hepatocyte growth factor ; 
VEGF : Vascular endothelial growth factor. 
D’après (Zöller 2011). 
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(b) Le bétaglycan 
 

Le bétaglycan a été découvert en premier lieu comme corécepteur du TGFβ (Massagué 

1985), cytokine d’intérêt dans les phénomènes de prolifération et différenciation cellulaire, 

puis comme PG à HS/CS principalement (Segarini & Seyedin 1988). Il possède un court 

domaine cytoplasmique, une hélice transmembranaire, et un long domaine N-terminal. 

L’interaction TGFβ-bétaglycan ne déclenche pas directement de voie de signalisation, mais il 

sert principalement de réservoir pour cette cytokine et pour la présentation de cette dernière 

à d’autres récepteurs médiant la transduction du signal (Wang et al. 1991). Il est exprimé dans 

presque la totalité des membranes plasmiques et il existe également une forme soluble du 

bétaglycan, issue de son clivage par des protéases au niveau de la surface cellulaire, 

(phénomène de shedding) (Velasco-Loyden et al. 2004) qui est retrouvée dans les matrices et 

dans le sérum. 

Les rôles du bétaglycan membranaire sont liés à ceux du TGFβ. Il joue également un 

rôle suppresseur de tumeur important (Turley et al. 2007), et des dérégulations de son 

expression (généralement sa sous-expression) favorisent des phénomènes pathologiques 

comme certains cancers (Hempel et al. 2007). 

 

(c) Les syndécans 
 

Les syndécans forment une famille contenant 4 membres nommés syndécan-1 

(syndécan), syndécan-2 (fibroglycan), syndécan-3 (N-syndécan) ou syndécan-4 

(ryudocan/amphiglycan) selon l’ordre de clonage de leur ADNc. Ils sont codés par des gènes 

situés sur 4 chromosomes différents et exprimés de manière tissu-dépendante (Couchman 

2010) mais possèdent des caractéristiques communes. En effet, tous les syndécans sont des 

PG transmembranaires de type I avec une courte queue cytoplasmique C-terminale, un 

domaine unique transmembranaire bien conservé et un domaine N-terminal extracellulaire 

Figure 10 : Représentation schématique des différents membres de la famille des syndécans. 
D’après (Szatmári & Dobra 2013) 
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appelé ectodomaine qui est le moins conservé des 3 domaines entre les différents syndécans 

(Bernfield et al. 1992). Celui-ci varie en longueur et dans sa séquence primaire (10 à 20% 

d’homologie entre les 4 ectodomaines) mais des séquences peptidiques serylglycine sont 

conservées et forment les séquences consensus sur lesquelles les chaines de GAG vont être 

greffées (Figure 10).Ce sont principalement des PG à HS (HSPG) même si les syndécans 1 et 3 

sont porteurs également de quelques chaines de CS (Couchman 2010). Les rôles des syndécans 

sont principalement liés à leurs chaines d’HS que nous détaillerons plus tard. Brièvement, les 

HS du fait de leur très grande diversité structurale (plus importante que tous les autres GAG) 

et de leur nature polyanionique, peuvent interagir avec de nombreuses protéines et 

potentialiser leurs actions. En effet, ils concentrent les protéines à la surface cellulaire, 

forment des gradients de concentration (rôle essentiel dans l’immunité), favorise la 

dimérisation de protéines, les protègent de la protéolyse (Sadir et al. 2004), favorise les 

contacts cellule-matrice et cellule-cellule (Sarrazin et al. 2011)… 

La protéine cœur joue également différents rôles. Les syndécans sont capables de 

former des homo-oligomères (Choi et al. 2005) (Couchman 2010) et provoquer des 

phénomènes endocytaires (Fuki et al. 2000) notamment grâce à leurs interactions avec 

l’actine au niveau du domaine C-terminal (Greene et al. 2003) (Munesue et al. 2002). Les 

interactions syndécan-actine jouent un rôle important dans les adhésions focales (Oh & 

Couchman 2004). Le domaine cytosolique des syndécans possède des tyrosines conservées 

Figure 11 : Organisation des différents domaines fonctionnels des syndécans. D’après (Beauvais & 
Rapraeger 2004) 
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pouvant interagir avec des éléments de transduction de signaux intracellulaires et déclencher 

une réponse de la cellule (Beauvais & Rapraeger 2004) (Figure 11).  

  

(d) Les glypicans 
 

Chez l’Homme, les glypicans constituent une famille de 6 PG (Gpc-1 à -6) codés par 6 

gènes différents. Leur homologie de séquence varie de 35 à 60% et ils gardent une 

organisation similaire. En effet, à leur extrémité C-terminale se situe une ancre 

glycosylphosphatidylinositol (GPI) qui est un glycolipide enchâssé dans le feuillet externe de 

la membrane plasmique, exposant donc la protéine au niveau extracellulaire. Cette extrémité 

C-terminale des glypicans d’environ 50 acides aminés est également hydrophobe et contient 

les séquences consensus serylglycines de liaison aux GAG. Ces chaines de GAG sont des HS, 

faisant des glypicans des HSPG (à l’exception du glypican-5 capable d’avoir des chaines de CS 

(Saunders et al. 1997)) dont les chaines se situent proches de la membrane plasmique. Les 

glypicans possèdent leur séquence signal d’export à la surface membranaire du côté N-

terminal et l’expression de ces protéoglycanes est spécifique du tissu. La protéine cœur est 

constituée de 14 cystéines conservées formant 7 ponts disulfures dans la protéine (Veugelers 

et al. 1999). Ces ponts ont une importance dans la structure globulaire tridimensionnelle de 

la protéine (Figure 12).  

L’ancre GPI des glypicans favorise leur localisation au niveau de rafts lipidiques (Mayor 

& Riezman 2004), et permet également un renouvellement rapide de la protéine. Dans les 

cellules polarisées, les glypicans (sauf Gpc-1) sont principalement retrouvés à la surface 

apicale de la cellule et dans une moindre mesure au niveau basolatéral. Les chaines d’HS 

joueraient un rôle dans cette localisation cellulaire (Mertens et al. 1996). 

Les glypicans peuvent interagir avec des morphogènes (Wnt, Shh…) et sont cruciaux au 

cours de l’embryogenèse, et lors de la croissance cellulaire de par leurs interactions avec les 

facteurs de croissance (Song et al. 1997) et également avec des récepteurs cellulaires. Les 

interactions entre HS, morphogènes et récepteurs sont favorisées par la localisation des 

chaines d’HS situées proches de la membrane plasmique. Toutefois, les protéines cœurs 

jouent un rôle essentiel dans certaines régulations de morphogènes comme Wnt (Song et al. 

2005), Shh (Capurro et al. 2008) (Kirkpatrick et al. 2006). Une expression anormale des 

glypicans est observée dans de nombreux cancers. C’est le cas du glypican-1 qui est 

Figure 12 : Représentation des différents membres de la famille des glypicans. 
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surexprimé dans le cancer du pancréas, du sein (Filmus et al. 2008)… alors que le glypican-3 

est sous-exprimé lors de la progression tumorale (Lin et al. 1999), voire même réexprimé dans 

des tissus où il n’est pas exprimé physiologiquement (Filmus 2001). 

(3) Les PG intracellulaires 
 

Les PG sont en général extracellulaires. Ils ne sont retrouvés au sein des cellules que 

lors de leur synthèse et pendant leur recyclage. Toutefois, il existe un PG dont la localisation 

est intracellulaire : la serglycine. Elle est retrouvée  stockée dans des granules de sécrétion des 

cellules hématopoïétiques et endothéliales (Kolset et al. 2004) et ce fut le premier PG dont la 

séquence protéique a été déterminée en 1988 puis cloné en 1989 (Ruoslahti 1989). Il fut 

nommé serglycine du fait de la présence de plusieurs motifs  peptidiques (8) sérylglycines qui 

forment les points d’ancrages aux chaines de GAG. 

La serglycine est un PG avec une petite protéine cœur (15kDa) qui porte des chaines 

de GAG très sulfatés. Selon le type cellulaire et sa localisation dans l’organisme la chaine de 

GAG ne sera pas la même. Ainsi, dans les mastocytes des tissus conjonctifs la serglycine porte 

des chaines de GAG de type héparine (Hp) qui possèdent le même squelette osidique que les 

HS mais étant beaucoup plus modifiées (voir structure Figure 27). Ce sont les seules cellules 

de l’organisme à posséder des chaines d’héparine. Quant aux mastocytes des muqueuses, leur 

serglycine présente des chaines de CS disulfatées de type –E (voir structure Figure 26). Les 

serglycines issues de monocytes et macrophages inactifs possèdent des chaines de CS 

monosulfatées de type –A, mais lors de phénomènes inflammatoires et donc d’activation, des 

chaines de CS-E sont retrouvées sécrétées par les macrophages. Les conditions d’inflammation 

seraient liées à l’augmentation de la sulfatation des chaines de GAG portées par les serglycines 

(Uhlin-Hansen et al. 1989). 

Le choix de chaines d’Hp ou de CS dépend moins de la protéine cœur que de l’activité 

des différentes enzymes de synthèse des différents GAG présentes dans la cellule, de la 

concentration en sucres disponibles pour le métabolisme des chaines etc (Prydz & Dalen 

2000). Ces chaines de GAG très modifiées sont capables d’interaction avec un très grand 

nombre de protéines telles que des protéases (élastase, carboxypeptidase, tryptase, 

granzymes…) (Humphries et al. 1999), l’histamine, des cytokines, des chimiokines pro-

inflammatoires (Kolset et al. 1996) (Galli et al. 2005) (Figure 13). Les GAG de la serglycine 

jouent donc un rôle de rétention et de protection de ces médiateurs. Constitutivement ou lors 

d’activation et de stimulation du mastocyte, les granules de sécrétion sont libérés (Kulseth et 

al. 1999) et déclenchent le phénomène d’inflammation pour combattre l’infection par 

exemple en libérant les composés stockés et en interaction avec les GAG. De par sa force 

d’interaction avec de nombreuses molécules, la serglycine forme de gros complexes ce qui 

éviterait la diffusion des signaux pro-inflammatoires en dehors du site de l’inflammation 

(Kolset & Tveit 2008). 
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La serglycine est donc un acteur fondamental dans les phénomènes d’immunité et de 

défense de par son rôle au cours des phénomènes inflammatoires. Les souris KO pour le gène 

codant la serglycine sont viables mais présentent des défauts au niveau des granulocytes et 

lors d’infection bactérienne, la virulence est augmentée par rapport à des souris sauvages 

(Abrink et al. 2004). 

 

Figure 13 : Représentation schématique des rôles fonctionnels de la serglycine. A l’intérieur 
des cellules, la serglycine est importante pour la formation de granules et de stockage des 
protéines (A). Après sécrétion, la serglycine peut engager différentes activités 
majoritairement liées aux protéines relarguées dans l’environnement cellulaire et 
précédemment retenues par les chaines de GAG (B). La protéine cœur est représentée en bleu 
et 4 des 8 chaines de GAG sont représentées en rouge. D’après (Kolset & Tveit 2008) 
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(4) Les PG circulants 
 

Ils forment une famille de protéoglycanes retrouvés dans la circulation sanguine qui 

est composée de 4 membres principaux : 

-La bikunine (également appelée urastine, ulinastatine, migrine, ASTI, UTI ou HI30) : 

elle possède une seule chaine de CS ; sa protéine cœur est composée principalement de deux 

domaines inhibiteurs de protéase appelés domaines Kunitz, et possèderait des propriétés 

anti-inflammatoires (Matsuzaki et al. 2004). 

-Le PG-100 : nommé ainsi du fait de son poids moléculaire (≈100kDa), le PG-100 

possède une unique chaine de CS (Schwarz et al. 1990). Il est sécrété par les macrophages et 

la forme protéolysée du PG (non-porteuse de la chaine de CS) va jouer un rôle dans la survie, 

la prolifération et la différenciation de phagocytes (Partenheimer et al. 1995). La forme non-

clivée du PG-100 (aussi appelé MCSF-1 pour Macrophage Colony Stimulating Factor) servirait 

de réservoir potentiel en facteurs de stimulation (CSF) inactifs potentiellement mobilisables. 

-L’apolipoprotéine O (ApoO) : c’est le seul PG à ce jour possédant une fonction 

apolipoprotéique, c’est-à-dire de transport de molécules hydrophobes dans le sang. L’ApoO 

peut posséder une ou plusieurs chaines de CS et pourrait donc jouer un rôle contre 

l’accumulation de lipides (Lamant et al. 2006). 

-L’endocan (ou ESM-1 pour endothelial cell-specific molecule 1) : il est porteur d’une 

unique chaine de DS (Béchard et al. 2001). Il est exprimé par les cellules endothéliales et son 

fort niveau d’expression dans le sang est corrélé aux phénomènes de cancer. 

Ces PG en tant que tels ont été découverts assez récemment, et même s’ils sont associés à 

différents évènements physiologiques et pathologiques avérés, leurs rôles et leurs régulations 

sont aujourd’hui encore très mal connus.  

Les principaux PG précédemment cités sont regroupés en annexe 1. 

 

b) Synthèse et tri 
 

 La synthèse des protéoglycanes commence comme la synthèse de n’importe quelle 

protéine, à savoir que le gène codé par la protéine cœur est transcrit en un ARNm dans le 

noyau, et exporté dans le cytoplasme pour sa traduction par les ribosomes. La transcription 

des gènes codant pour les PG peut être influencée par des signaux extérieurs (Okuyama et al. 

2013). Lors de la traduction du transcrit, les premiers acides aminés N-terminaux forment une 

séquence d’adressage au réticulum endoplasmique (RE) qui sont ensuite clivés au cours de 

l’élongation de la protéine au travers de la membrane du RE. Selon la séquence de la protéine 

cœur, celle-ci va pouvoir être une protéine transmembranaire de classe I (c’est-à-dire des 

protéines avec une unique hélice transmembranaire et dont la partie C-terminale est 

cytosolique, c’est le cas des syndécans, CD44…) ou une protéine libre destinée à la sécrétion 

(décorine, aggrécan…). Dans le cas des glypicans qui ont une ancre GPI, leur précurseur 

synthétisé est une protéine transmembranaire de type I avec une séquence de reconnaissance 
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dans son domaine N-terminal par la GPI transamidase catalysant la réaction de glypiation des 

glypicans. 

 Au niveau du RE et de l’appareil de Golgi les protéoglycanes naissants vont subir des 

modifications post-traductionnelles comme des N-glycosylations servant au bon repliement 

des protéines et à leur adressage vers des compartiments plus en aval dans la voie de 

biosynthèse (Scheiffele et al. 1995). Des O-glycosylations et/ou N-glycosylations (c'est à dire 

la polymérisation de la chaine de GAG) vont également avoir lieu plus tardivement lors du 

trafic du protéoglycane jusqu’à sa destination finale (Vertel et al. 1993). La biosynthèse de 

cette dernière sera détaillée dans la prochaine partie. 

 Sans autre signal de rétention, les PG sont constitutivement destinés à la voie de 

sécrétion. Dans le cas de la serglycine, le tri serait fait au niveau du réseau trans-golgien vers 

des granules immatures. C’est la composition de ce granule qui empêcherait son excrétion 

ainsi que l’absence de stimulus extérieur. Toutefois, le tri de la serglycine dans ces vésicules 

particulières est encore mal connu bien que différents modèles soient proposés dans la 

littérature (Arvan & Castle 1998) (Wernersson & Pejler 2014). 

 Enfin, un tri supplémentaire des PG est nécessaire dans les cellules polarisées 

n’exprimant pas les mêmes molécules selon leur côté apical ou basolatéral. La destination du 

PG semble être aussi bien liée à sa protéine cœur qu’aux chaines de GAG qui lui sont 

attachées. En effet dans le cas du syndécan-1, la queue C-terminale cytoplasmique est 

essentielle pour son adressage du côté basolatéral. Lorsque celle-ci est tronquée suite à une 

délétion, il n’y a plus de signal spécifique pour son adressage et le PG est retrouvé sur toute 

Figure 14 : Différentes hypothèses de voie d’adressage des protéines au travers du reticulum endoplasmic (ER) 
pour leur expression à une certaine polarité de la cellule épithéliale. Le tri entre pôle apical ou basolatéral est 
fait au niveau du réseau transgolgien (TGN) (A). La séparation des molécules selon leur lieu d’expression est 
réalisée au niveau du RE et tout au long de l’acheminement au travers des mêmes compartiments du ER 
(ERGIC) et de l’appareil de Golgi (B). La séparation des protéines est réalisée dans l’appareil cisgolgien et 
adresse les molécules dans différents compartiments de l’appareil de Golgi (C). Les molécules transitent selon 
deux réseaux distincts (ER-ERGIC-appareil de Golgi) en fonction de la polarité cellulaire où elles doivent être 
exprimées (D). D’après (Prydz et al. 2008). 
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la surface cellulaire (Miettinen et al. 1994). La structure du GAG ainsi que ses modifications 

sont également porteuses d’information pour la localisation du PG. Il a été montré que les PG 

porteurs de chaines HS et CS-C (C6S, chondroïtine 6-sulfate) étaient dirigés surtout du côté 

basolatéral (Vuong et al. 2006) ( par exemple le perlécan, l’agrine, les glypicans…) alors que 

les PG à chaine CS-A (C4S, chondroïtine 4-sulfate) étaient retrouvés du côté apical et 

basolatéral (Chihara et al. 1984). Le pH des vésicules jouerait également un rôle dans la 

polarisation de la sécrétion (Caplan et al. 1987). Bien que différentes preuves d’adressage 

aient pu être découvertes, les mécanismes de transport actif des vésicules vers la bonne 

localisation cellulaire sont encore flous (Matter 2000) (Figure 14).  

 

c) Le catabolisme des PG 
 

Afin d’assurer pleinement leurs rôles, les matrices extracellulaires ainsi que les surfaces 

cellulaires avec lesquelles elles peuvent interagir ont besoin de se renouveler. Les PG qui en 

sont des constituants majeurs ont besoin d’être recyclés en permanence, et cela tout au long 

de la vie d’un individu. La dégradation peut être enzyme-dépendante ou enzyme-

indépendante. Dans cette dernière voie de catabolisme, ce sont des espèces réactives de 

l’oxygène (ROS) qui vont pouvoir altérer à la fois les protéines cœurs et les chaines de GAG. 

Toutefois cette voie n’est pas une voie de dégradation totale des PG et est souvent liée aux 

phénomènes d’inflammation. La voie enzymatique, quant à elle, peut s’exprimer à différents 

niveaux. Un premier niveau est celui de l’expression de ces enzymes de dégradation au niveau 

extracellulaire.  Elles vont être responsables du shedding des PG membranaires (Figure 15), 

c’est-à-dire de leur digestion en un 

fragment soluble relargué (pouvant 

jouer un rôle physiologique (Chen et 

al. 2009)), et en un fragment 

membranaire. Les protéases peuvent 

également fragmenter les PG de la 

MEC. Ces PG ainsi relargués vont 

pouvoir se retrouver dans le système 

circulatoire. Dans ce cas, ils vont être 

captés au niveau du foie par des 

cellules endothéliales qui vont les 

internaliser. Les autres PG peuvent 

être internalisés également par 

pinocytose ou par endocytose via des récepteurs de GAG comme le CD44 par exemple. Une 

fois dans les endosomes, les PG vont être dirigés et dégradés dans les lysosomes exprimant 

les protéases (famille des cathepsines), les sulfatases et glycosidases requises pour une 

digestion totale. Quasiment toutes les cellules sont capables de cataboliser les PG car elles 

expriment les enzymes intracellulaires nécessaires. Les mutations de ces enzymes de 

dégradation sont associées à des maladies lyosomales de type mucopolysaccharidose où les 

PG et surtout les GAG sont accumulés (Bie et al. 2013). Dans le processus physiologique après 

Figure 15 : Shedding d’un protéoglycane transmembranaire. 
D’après (Strand et al. 2013). 
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digestion, les protéines cœurs et chaines de GAG sont réduites à leurs unités les plus simples 

qui seront réutilisés par la cellule de novo. 

 Les enzymes de dégradation des PG peuvent se classer dans 4 familles différentes selon 

leur site actif. On retrouve ainsi les sérine-protéases (les plus abondantes), les 

métalloprotéases (les plus importantes dans la MEC (Woessner 1994)), les aspartate-

protéases et les cystéine-protéases. Ces deux dernières familles ont une activité à pH acide et 

sont donc actives dans les lysosomes tandis que les 2 premières catalysent leur réaction à pH 

neutre et ont donc une action au niveau de la MEC. Les protéines cœurs possèdent des sites 

de reconnaissance à ces différentes protéases qui sont assez spécifiques. L'action de ces 

protéases est contrôlée par l'expression d'une forme inactive de celles-ci. L'activation de cette 

dernière prend place au niveau des sites nécessitant leurs actions. Un bon équilibre de 

recyclage entre renouvellement des PG et leur dégradation est important afin de ne pas 

altérer les MEC dans lesquelles ils sont impliqués et qu'ils puissent exercer pleinement leurs 

fonctions, notamment de corécepteur (Elfenbein & Simons 2013). Les PG sont renouvelés en 

permanence dans l’organisme à des vitesses différentes liées à leur localisation (Yanagishita 

& Hascall 1992) (Figure 16).  

 

 

 

 

Figure 16 : Schémas modèle de métabolisme de protéoglycanes à ancre glycosylphostatidylinositol (GPI) (A) et 
transmembranaires (B). D’après (Yanagishita & Hascall 1992). 



  

   35 
 

C. Les GAG et leur métabolisme 
 

1. Généralités 
 

Les GAG forment une famille de 4 membres (acide hyaluronique, kératanes sulfates, 

chondroïtines/dermatanes sulfates, héparanes sulfates/héparine) possédant des points 

communs et des différences, même à l’intérieur d’une même famille. 

Figure 17 : Voies de synthèse des différents UDP-sucres et du 3’-phosphoadénosine 5’-phosphosulfate 
(PAPS) pour la formation et sulfatation des chaines de GAG. Les différents éléments sont activement 
importés dans la lumière des différents compartiments par des transporteurs spécifiques. D’après (Prydz 
& Dalen 2000). 
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En effet, les GAG sont des chaines polysaccharidiques non-ramifiées composés de la 

répétition d’une unité disaccharidique. La nature des oses composant cette unité ainsi que la 

nature de leurs liaisons définissent la famille du GAG. Mis à part l’acide hyaluronique, la 

synthèse des GAG a lieu principalement au niveau de l’appareil de Golgi. C’est également dans 

cet organite que les chaines de GAG vont subir différentes modifications au cours de leur 

polymérisation. Tous les oses entrant dans la synthèse des chaines sont activés par l’ajout 

d’une molécule d’UDP formant un UDP-sucre. Cette synthèse a lieu dans le cytoplasme, et ils 

peuvent être activement importés dans le reticulum endoplasmique (RE) et dans l’appareil de 

Golgi par des contre-transporteurs (Figure 17). Les groupements sulfates qui vont modifier les 

chaines de GAG proviennent d’un donneur universel, le PAPS (3’-phosphoadénosine 5’-

phosphosulfate), également importé activement dans les organites (Abeijon et al. 1997) . 

L’efficacité de la polymérisation ainsi que les modifications des chaines de GAG dépendent de 

la cellule et de son état physiologique ainsi que du tissu dans lequel elles sont produites. 

La structure des GAG est essentielle dans les nombreux rôles qu’ils jouent au niveau 

des membranes plasmiques et de la matrice extracellulaire et est finement contrôlée. Les GAG 

sont renouvelés en permanence afin de répondre au mieux aux besoins des tissus de 

l’organisme dans lesquels ils se trouvent. 

 

2. L’acide hyaluronique (HA) 
 

L'HA a été découvert en 1934 par Meyer et Palmer (Meyer & Palmer 1934) et isolé à 

partir de l'humeur vitrée de l’œil d’où le nom d’acide hyaluronique (hyalos signifiant la vitrée), 

aussi appelée hyaluronane ou hyaluronate. C'est une molécule largement distribuée dans le 

monde du vivant car elle est retrouvée également dans des capsules bactériennes (e.g chez 

Streptococcus pyogenes) (Kendall et al. 1937). Des gènes codant les protéines de synthèse des 

HA (les HA synthétases ou HAS) ont été retrouvés aussi dans le monde viral (DeAngelis et al. 

1997). 

Comme vu précédemment, les HA ne sont jamais reliés à une protéine cœur et ne sont 

donc pas des PG stricto sensu. Les chaines d’HA ont une masse moléculaire très importante et 

un fort pouvoir rhéologique leur conférant des propriétés hydrodynamiques remarquables, 

essentielles au niveau des articulations. Les HA jouent un rôle dans l’homéostasie et dans 

l’intégrité biomécanique, dans les mouvements cellulaires notamment au cours de 

l’embryogenèse, lors de la cicatrisation, mais aussi dans des phénomènes d’inflammation et 

de cancérogenèse. 

 

a) Synthèse 
 

L’acide hyaluronique (HA) est le seul glycosaminoglycane non lié à une protéine cœur, 

mais il diffère sous de nombreux autres aspects. En effet, le lieu de la synthèse de la chaine 

ne se fait pas au niveau de l’appareil de Golgi comme nous le verrons pour les autres GAG 
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mais au niveau de la membrane plasmique via les acides hyaluroniques synthétases (HAS) I, II 

et III (Philipson et al. 1985). 

Les HAS sont des enzymes possédant 7 domaines transmembranaires qui catalysent la 

formation des liaisons entre les acétyl-glucosamines (GlcNAc) et les acides glucuroniques 

(GlcA) ainsi qu’entre les acides glucuroniques et les acétyl-glucosamines qui composent le 

GAG (DeAngelis & Weigel 1994). Au cours de l’élongation de la chaine, l’HA est relargué dans 

le milieu extracellulaire (Prehm 1984) par des transporteurs (Schulz et al. 2007). Ce mode de 

synthèse unique parmi les autres macromolécules permet de synthétiser de très longues 

chaines d’HA sans les concentrer dans un compartiment où la viscosité induite pourrait être 

délétère. Les 3 isoformes d’HAS possèdent des propriétés différentes, notamment par les 

longueurs de chaines d’HA qu’elles synthétisent de 200 à 2000kDa pour les HAS I et III (jusqu'à 

5000 unités disaccharidiques) et plus de 2000kDa pour les HA synthétisés par l’HAS II (Itano et 

al. 1999). 

Lors de la synthèse, les HAS interagissent avec la forme nucléotidique active des sucres 

qui composent l’HA (l’uridine diphosphate N-acétylglucosamine ou UDP-GlcNAc et l’uridine 

diphosphate glucuronate ou UDP-GlcA) par un mécanisme à 2 sites de fixation. Quand les 2 

sucres sont fixés, l’enzyme catalyse la formation d’un disaccharide en faisant interagir 

l’extrémité réductrice du sucre en position non-réductrice avec le sucre en position réductrice. 

Cette réaction libère l’UDP du sucre en position non-réductrice. Le sucre en position réductrice 

lui est toujours lié à l’enzyme et à son UDP. La réaction libère un site de fixation où un nouveau 

UDP-sucre va pouvoir venir se fixer. La néo-chaine d’HA va être liée à l’UDP-monosaccharide 

via son côté réducteur relargant ainsi son UDP. Le site vacant sur l’HAS va ainsi pouvoir 

interagir avec un nouveau sucre et la synthèse de la chaine va pouvoir se poursuivre par l’ajout 

successif de GlcA et GlcNAc. Chaque site est spécifique d’un monosaccharide (Figure 18) 

(Prehm 1983). L’étape d’initiation de la polymérisation de la chaine d’HA débuterait par la 

Figure 18 : Modèle à deux sites pour la synthèse de l’acide hyaluronique. Une 
chaine de HA avec n disaccharides est montrée schématiquement (A). Un cycle 
(ABCD) ajoute un disaccharide à la chaine de départ en cours de polymérisation à 
partir de deux UDP-sucres substrats. 
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fixation des précurseurs au niveau de l’HAS et ne se différencierait pas donc de l’étape 

d’élongation. L’étape de terminaison de la chaine d’HA est également mal connue. Toutefois, 

l’expression des 3 isoformes de l’HAS est finement régulée ce qui pourrait s’expliquer par le 

fait que chaque enzyme est codée sur un chromosome différent (Spicer et al. 1997) (Pienimaki 

et al. 2001) (Karvinen et al. 2003).  

 

b) Structure 
 

 La structure du motif disaccharidique [-4GlcAβ1-3GlcNAcβ1-] a été déterminée dans 

les années 1950 (Weissmann & Meyer 1954) (Figure 19). Du fait de sa synthèse au niveau de 

la membrane plasmique et de son extrusion au cours de celle-ci, le polysaccharide n’est pas 

modifié et la chaine 

native est donc 

sécrétée telle quelle 

dans le milieu 

extracellulaire. Une 

fois sécrétées, les 

chaines d’HA vont se 

replier de manière 

aléatoire en formant 

des « pelotes » (on 

parle de repliement 

random coil) très hydrophiles rendant le milieu alentour viscoélastique. Cependant, les 

chaines d’HA peuvent interagir faiblement entre elles et de manière transitoire via leurs côtés 

hydrophobes et/ou par des liaisons hydrogènes (Scott & Heatley 2002). 

 Les chaines d’HA sont constituées de 200 à 20 000 répétitions de l’unité 

disaccharidique pour une masse moléculaire de 200 à 104kDa. Dépliée, une chaine peut 

mesurer de 2 à 25µm (plus grand qu’une bactérie E.coli !). Le polymère a une certaine rigidité 

qui s’explique à la fois par la formation de réseaux transitoires de liaisons hydrogènes 

intramoléculaires au niveau des liaisons glycosidiques et également par la conformation 

« chaise » adoptée par l’acide glucuronique et la N-acétylglucosamine. Toutefois, cette 

conformation varie notamment lors d’interaction avec un partenaire protéique (Marković-

Housley et al. 2000) au niveau de régions hautement flexibles et dynamiques (Day & Sheehan 

2001). 

 

c) Catabolisme 
 

Le catabolisme des HA ainsi que des autres GAG est similaire puisqu’il fait intervenir 

des enzymes de dégradation possédant un spectre large de digestion. Ce processus sera 

détaillé pour les HA, KS, CS et HS/Hp dans une autre partie. 

Figure 19 : Structure d’une unité disaccharidique d’acide hyaluronique 
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3. Les kératanes sulfates (KS) 
 

La famille des kératanes sulfates (KS) aussi appelés kératosulfates a été découverte en 

1939 par Suzuki dans la cornée de l’œil (Suzuki 1939). Ce n’est qu’en 1953 que Meyer et ses 

collaborateurs définissent la structure du polymère [→3Galβ1→4GlcNAcβ1→] (où Gal est un 

galactose et GlcNAc une N-acétylglucosamine) et lui donnent son nom de kératane sulfate 

(Meyer et al. 1953) (Figure 20). C’est le seul GAG à ne pas posséder d’acide uronique et donc 

probablement pas de 

charge nette négative par 

disaccharide en solution. 

Il existe 3 types de KS 

différenciés selon leur 

liaison à la protéine cœur, 

ils sont dénommés KS I, II 

ou III. Ils sont retrouvés 

dans des tissus différents, 

le KS I est principalement 

retrouvé dans la cornée de 

l’œil attaché aux 

kératocan, lumican, mimécan principalement, et sa présence est essentielle dans la 

transparence de la cornée (Chakravarti et al. 1998) et de son hydratation. Les KS II sont 

retrouvés liés uniquement aux aggrécans et donc principalement dans les cartilages. Les KS III, 

quant à eux, sont retrouvés plutôt dans le cerveau au sein des PG phosphocan-KS, testican… 

Les KS I sont des glycans N-liés à une asparagine, les KS II sont liés à une galactosamine N-

acétylée elle-même O-liée à une sérine/thréonine, et les KS III sont liés à une séquence Ser-O-

Mannose. 

 

a) Synthèse 
 

(1) Initiation 
 

 L’initiation de la synthèse de chaine de KS est différente selon leurs types. En effet, 

l’initiation de la polymérisation de la chaine commence généralement avec l’ajout de sucre(s) 

liant la protéine cœur à la chaine de KS, ce(s) sucre(s) est appelé (sont appelés) « linker(s) ». 

Ces différents linkers sont présentés (Figure 21) et peuvent être modifiés.  

Figure 20 : Structure et modifications possible d’une unité disaccharidique 
de kératane sulfate 
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(2) Elongation 
 

 L’élongation des chaines de KS consiste en l’ajout alternativement d’une N-

acétylglucosamine et d’un galactose en β1→4 et β1→3 (Meyer et al. 1953). Cette élongation 

nécessite : 

-une galactosyltransférase. Une enzyme extraite de cornée a été identifiée (Christner 

et al. 1979) et ressemble fortement à la β-1,4-galactosyltransférase (β4Gal-T1) retrouvée 

abondamment dans le sérum et le lait. Différentes isoformes existent avec différentes 

activités et seraient importantes dans l’élongation des différents KS (Ujita et al. 2000). 

-une β-1,3-N-acétylglucosaminyltransférase (β3GlcNAcT). Cette enzyme n’est pas 

clairement identifiée, même si plusieurs d'entre elles ont pourtant été décrites dont une 

fonctionnant efficacement avec la β4Gal-T1. Cette β3GlcNAcT appelée iGnT a une expression 

tissulaire large, et une forte concentration en son transcrit ARN est retrouvée dans le cerveau, 

un organe dont la quantité en KS est importante (Fukuzumi et al. 2001). 

Bien que des cibles responsables de la polymérisation des KS soient identifiées (Seko 

& Yamashita 2004), leur mode d’action n’est pas connu. Les enzymes agissent-elles de concert 

lors de l’élongation ? Existe-t-il d’autres combinaisons entre les enzymes des deux différentes 

classes ? Quel serait le lien avec l’expression en différents KS dans les différents tissus ? 

 

(3) Terminaison 
 

 La terminaison de la polymérisation de la chaine de KS est liée à ses différentes 

modifications et sera traité dans le point suivant. 

  

 

 

 

Figure 21 : Oligosaccharides de liaison des différents KS à leur protéine 
cœur. SA : acide sialique ; Fuc : fucose ; Man : mannose. D’après 
(Funderburgh 2002). 
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b) Structures et modifications 
 

 Les KS sont des GAG particuliers car ils peuvent être biantennés dans le cas des KS I et 

II. Chez les KS I le premier mannose du côté de l’extrémité réductrice est mannosylé en 

position 3 et 6. C’est sur cette dernière position que l’élongation de la chaine est généralement 

faite alors qu’en position 3 la chaine de KS est avortée après l’ajout d’un acide neuraminique 

à l’extrémité non-réductrice (Figure 22). Toutefois des chaines de  KS ont pu être mises en 

évidence en position 6 et 3 (Tai et al. 1996). Concernant les KS II, la ramification se fait au 

niveau de la N-acétylgalactosamine (GalNAc) linker où un galactose peut être adjoint en 

position 3, et une N-acétylglucosamine (GlcNAc) en position 6. Comme pour les KS, c’est à 

partir de la position 6 que se fait l’élongation de la chaine de KS. Le galactose en position 3 est 

également sialylé et cette modification est souvent retrouvée aux extrémités non-réductrices 

des polysaccharides (Funderburgh 2000) et pourrait agir comme un signal de terminaison de 

la polymérisation.  

 Les principales modifications des KS sont les sulfatations qu’ils peuvent subir à la fois 

sur le galactose et sur la GlcNAc en position 6. Les enzymes responsables de la 6-sulfatation 

des galactoses  et des GlcNAc sont appelées KSGal6ST (pour kératane-sulfate-galactose-6-

sulfotransférase) (Fukuta et al. 1997) et GlcNAc6ST ou Gn6ST (pour N-acétylglucosamine-6-O-

sulfotransférase) respectivement. 5 gènes codant pour cette dernière enzyme ont été 

découverts et ont été caractérisés comme responsables des 6-sulfatations des GlcNAc aux 

extrémités non-réductrices dans des kératocytes (Nakazawa et al. 1998) (Yamamoto et al. 

2001). La sulfatation en position 6 des GlcNAc est essentielle au cours de la biosynthèse, car 

une baisse de cette sulfatation provoque une baisse de la sulfatation des galactoses ainsi 

Figure 22 : Résumé des caractéristiques structurales des KS I (A) et II (B). NeuAc : acide neuraminique. D’après 
(Funderburgh 2000). 
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qu’une réduction de la longueur de la chaine de KS (Plaas et al. 2001). La structure finale des 

chaines de KS (longueur, sulfatation, sialylation, fucosylation) a été montrée comme 

dépendante davantage du tissu dans lequel elles sont synthétisées que de la protéine cœur 

sur laquelle elles sont rattachées (Funderburgh 2002). 

 

4. Les chondroïtines sulfates (CS), héparanes sulfates (HS) et Héparine (Hp) 
 

a) Le tétrasaccharide linker 
 

 Le tétrasaccharide linker est une séquence conservée de 4 oses linéaires liée à une 

séquence consensus serylglycine (Muir 1958) de la protéine cœur. Cette séquence […–GlcAβ1-

3Galβ1-3Galβ1-4Xylβ1-O-Ser] découverte en 1966 chez les CS (Roden & Armand 1966) (Roden 

& Smith 1966) est la même pour les CS, HS et Hp et a été conservée au cours de l'évolution 

(Yamada et al. 2002). Cette séquence va servir de substrat aux différentes enzymes de 

polymérisation des chaines de CS ou de HS/Hp (Figure 23).  

 La formation de 

cette séquence de 

liaison est initiée par la 

xylosyltransférase I ou II 

(XylT-I ou –II) qui va 

catalyser la xylosylation 

de la sérine. La 

localisation de cette 

réaction est variable 

selon le type cellulaire 

mais a toujours lieu 

entre le reticulum 

endoplasmique (RE) et 

le réseau cis-golgien 

(Lohmander et al. 1989) 

(Vertel et al. 1993). La suite de la polymérisation est l’adjonction séquentielle d’un premier 

puis d’un second galactose par les galactosyltransférases I et II respectivement (Okajima et al. 

1999) (Bai et al. 2001), et s’effectue lors du transport du PG naissant au niveau des saccules 

de l’appareil de Golgi de la face cis à la région médiane (Prydz & Dalen 2000). Le dernier ajout 

osidique est effectué par la glucuronyltransférase I qui lie un glucuronate au dernier galactose 

du trisaccharide formé (Kitagawa 1998) lors de son acheminement de l’appareil de Golgi 

médian vers le trans-Golgi. 

 Le tétrasaccharide linker va pouvoir subir différentes modifications au cours de sa 

polymérisation. Une de ces modifications est la 2-O-phosphorylation du xylose 

indépendamment du GAG qui sera polymérisé (Fransson et al. 1985) (Moses et al. 1997). Dans 

le cas de la décorine, la phosphorylation du xylose est importante (≈90%) jusqu’à la formation 

Figure 23 : Modifications éventuelles du tétrasaccharide linker. D’après 
(Prydz & Dalen 2000). 
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du trisaccharide Gal-Gal-Xyl. Le xylose est ensuite déphosphorylé, et ce phénomène est 

concomitant avec l’ajout de l’acide glucuronique sur le dernier galactose (Moses et al. 1999). 

Cette phosphorylation transitoire pourrait être impliquée dans le transport intracellulaire 

et/ou dans le contrôle des modifications des chaines glycanniques (Fransson et al. 2000). Les 

galactoses, quant à eux, peuvent être 4- et/ou 6-O-sulfatés, et ces sulfatations sont retrouvées 

exclusivement dans les chaines de CS, même lorsque le PG est porteur des deux types de 

chaine CS et HS (Ueno et al. 2001). Ces modifications des galactoses pourraient être des 

signaux de tri des CSPG ou des éléments contrôlant les glycosyltransférases impliquées dans 

la formation du tétrasaccharide et de la chaine de GAG (Gulberti et al. 2005). 

 

b) Les chondroïtines sulfates (CS) 
 

Les CS ont été les premiers GAG découverts comme vu précédemment, et son motif 

disaccharidique [-4GlcAβ1-3GalNAc1β-] fut déterminé en 1956 par Meyer et al. Il existe une 

grande hétérogénéité (de longueur, de modification) au sein des CS qui sont classés selon la 

sulfatation et l’épimérisation 

de l’unité disaccharidique qui 

les compose (Figure 24). Ils sont 

retrouvés abondamment chez 

les vertébrés, et plus largement 

dans le monde animal 

(Caenorhabditis elegans, 

Drosophila melanogaster…), 

notamment dans de nombreux 

organismes marins (requins, 

calmars, crabes, myxines, 

oursins, concombres de mer…) 

ainsi que chez certaines 

bactéries (Escherichia coli K4, 

Pasteurella multosida…).  

La composition des CS est fonction de l'organisme dans lequel ils se trouvent (Noulas 

et al. 2004), du tissu, du stade de développement (Bao et al. 2004), et de l’état 

physiopathologique de l’animal. Chez les mammifères, les CS sont quantitativement les GAG 

sulfatés les plus importants des matrices extra-cellulaires. 

 

(1) Biosynthèse 
 

La biosynthèse des CS débute par la liaison d’une première N-acétylgalactosamine 

(GalNAc) en β1-4 au glucuronate du tétrasaccharide linker par la N-

acétylgalactosaminyltransférase I ou II (GalNacT I ou II) (Uyama et al. 2002) (Uyama et al. 2003) 

au niveau du réseau trans-golgien. La suite de la biosynthèse continue par l’ajout de manière 

séquentielle d’un acide glucuronique (GlcA) et d’une GalNAc en β1-3 et β1-4 respectivement 

Figure 24 : Structure et modifications possibles d’une unité 
disaccharidique de chondroïtine  sulfate 
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du côté non-réducteur. Ces réactions peuvent être catalysées par 6 enzymes différentes 

(Mikami & Kitagawa 2013). Parmi elles, sont regroupés les chondroïtines synthases (ChSy) -1, 

-2 et -3 et le facteur de polymérisation de chondroïtine (ChPF) possédant à la fois une activité 

GalNAcT-II et glucuronyltransférase-II (GlcAT-II). Enfin, deux chondroïtine-GalNAc-

transférases (ChGn-1 et -2) complètent la famille, mais ces dernières ne sont capables de 

catalyser que le transfert de GalNAc sur la chaine en cours d’élongation. Il a été montré que 

les ChSy et le ChPF pouvaient être coexprimés et former des complexes augmentant ainsi 

grandement leurs activités GlcAT-II et GalNAcT-II, la chaine de CS finale étant dépendante des 

différentes combinaisons possibles entre les enzymes (Kitagawa et al. 2003) (Izumikawa et al. 

2007) (Izumikawa et al. 2008) (Figure 25). 

 

(2) Structures et modifications 
 

 Il existe à ce jour une dizaine de CS différents retrouvés dans les divers organismes 

étudiés. Chez l'Homme, 4 CS sont majoritairement retrouvés : les CS-A (ou chondroïtines 4-

sulfate, C4S), les CS-C (ou chondroïtines 6-sulfates, C6S), les CS-B (ou dermatane sulfate, DS), 

et les CS-E (ou chondroïtines 4,6-disulfates). Ils se distinguent par le nombre de sulfates, leur 

position, ainsi que par l'épimérisation du carbone 5 de l'acide uronique (quand la liaison est 

équatoriale c'est un acide glucuronique GlcA, quand la liaison est axiale, c'est un acide 

iduronique IdoA). Quatre modifications sont importantes chez l'Homme : 

  -La C5 épimérisation de l'acide uronique. Lorsqu'une chaine de CS possède au 

moins un acide iduronique, c'est à dire que l'acide glucuronique ajouté lors de l'étape 

d'élongation a subi une épimérisation, cette chaine est appelée dermatane sulfate (DS). Il 

existe 2 isoformes de l'enzyme responsable de cette épimérisation nommées dermatane-

sulfate-épimérase-1 et -2 (DS-épi1, DS-épi2) (Pacheco et al. 2009). La quantité d'IdoA dans une 

chaine de DS peut fortement varier selon le tissu à partir duquel elle est extraite et peut 

représenter de 7 à 93 % du total en acide uronique. La présence d'iduronates chez les DS rend 

la chaine plus flexible par rapport aux chaines non-épimérisées. En effet, alors que les GlcA 

Figure 25 : Schéma conventionnel de la machinerie de la biosynthèse des CS. Voir texte pour abréviations. 
D’après (Mikami & Kitagawa 2013). 
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(comme les GalNAc) adoptent une conformation spatiale 4C1 (dite de type « chaise ») (Casu et 

al. 1986) (Ferro et al. 1990), les IdoA, eux, peuvent en plus adopter une autre conformation 

« chaise » 1C4 et une conformation 2S0 (skew boat). Les IdoA en solution ne vont pas adopter 

une seule conformation fixe, le phénomène est dynamique et un IdoA peut passer par 

différentes structures tridimensionnelles. La structure même de ces IdoA est à la base de 

certaines interactions DS-protéines (Trowbridge & Gallo 2002). 

  -La 4-O-sulfatation des GalNAc. Les chaines possédant ces sulfatations sont de 

type CS-A et ce sont les modifications des CS les plus abondantes. 4 enzymes sont 

responsables de la 4-O-sulfatation des GalNAc à partir du PAPS qui est le donneur cellulaire 

de sulfates. Parmi ces 4 enzymes, on retrouve 3 chondroïtine-4-sulfotransférases (C4ST-1, -2 

et -3) spécifiques des CS et 1 dermatane-4-sulfotransférase (D4ST) spécifique des DS. La C4ST-

1 est particulièrement importante car lors de mutation ou de knock out du gène codant 

l'enzyme chez la souris, les autres isoformes C4ST-2 et -3 ne compensent pas l'absence 

d'activité de la C4ST-1. De plus, la C4ST-1 possède un rôle plus large puisque non seulement 

la 4-O-sulfatation des chaines diminue, mais la quantité de chaine de CS produite est 

également plus faible dans tout l'organisme (Klüppel et al. 2005). Enfin, la D4ST contrairement 

aux C4ST est capable de catalyser la 4-O-sulfatation des GalNAc lorsqu'un IdoA est adjacent. 

Cette sulfatation empêche l'épimérase de re-épimériser l'IdoA en GlcA et bloque donc l'acide 

uronique en son épimère iduronique (Mikami et al. 2003). 

  -La 6-O-sulfatation des GalNAc. Cette modification des chaines les classe dans 

la famille des CS-C. 3 enzymes sont responsables de cette réaction. Les chondroïtine-6-

sulfotransférases (C6ST-1 et -2) transférent un sulfate du PAPS vers le groupement porté par 

le carbone 6 de la GalNAc. La C6ST-1 a montré un spectre de réaction plus large car elle est en 

effet capable de 6-O-sulfater les galactoses dans les chaines de KS (Uchimura et al. 1998). Chez 

l’Homme aucune 6-O-sulfotransférase spécifique des DS n’a été décrite, bien que la C6ST-1 

recombinante ait montré une activité 6ST envers les DS in vitro (Yamada et al. 2004). Enfin, 

une dernière C6ST spécifique des GalNAc4S a été caractérisée et est appelée N-

acétylgalactosamine-4-sulfate-6-sulfotransférase (GalNAc4S-6ST). Elle est responsable de la 6-

O-sulfatation de la GalNAc4S, et lorsque ceux-ci sont retrouvés abondamment au sein de la 

chaine de CS, cette chaine est décrite comme CS-E. Ces chaines sont exclusivement retrouvées 

attachées à la serglycine dans les mastocytes des muqueuses. Toutefois, son expression est 

très large au sein de l’organisme car les GalNAc4S,6S sont retrouvées en abondance en bout 

de chaine du côté non-réducteur. La présence de cette disulfatation particulière est par 

exemple 60 fois plus abondante à l’extrémité non-réductrice de la chaine de CS des aggrécans 

qu’au milieu (Midura et al. 1995). Il constituerait un signal de terminaison pour les enzymes 

impliquées dans l’élongation de la chaine de CS. Cette hypothèse est renforcée par les travaux 

de Ohtake-Niimi et ses collaborateurs qui ont montré chez les souris KO pour le gène codant 

pour la GalNAc4S-6ST qu’elles possédaient des chaines de CS plus longues que les souris non-

mutées (Ohtake-Niimi et al. 2010). 

  -La 2-O-sulfatation des acides uroniques. Une seule enzyme a été caractérisée 

comme responsable de la 2-O-sulfatation des acides glucuroniques et iduroniques (Kobayashi 
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et al. 1999). Cette uronyl-2-O-sulfotransférase (UST) a une meilleure activité pour les DS et 

lorsqu’une GalNAc4S est adjacente à l’acide uronique. Ce serait la dernière enzyme à 

intervenir au niveau intracellulaire dans l’élaboration de la chaine finale de CS/DS puisqu’elle 

agit préférentiellement sur les unités disaccharidiques épimérisées et/ou sulfatées, 

vraisemblablement tardivement au niveau du réseau trans-golgien (Figure 26). 

 D’autres modifications absentes chez les mammifères comme des 3-O-sulfatations, 

fucosylations, N-sulfatations… sont retrouvées chez différents invertébrés marins mais ne 

seront pas détaillées dans cette partie. 

 

c) Les héparanes sulfates (HS) et l’héparine (Hp) 
 

L’héparine fut découverte par McLean en 1916 dans le foie (du grec hepar signifiant 

foie) de chien (pour histoire voir (Marcum 2000)) grâce à ses propriétés anticoagulantes. Ce 

n’est qu’en 1935 qu’elle fut classée comme appartenant à la famille des GAG. Les héparanes 

sulfates, quant à eux, n’ont été découverts qu’en 1948 en tant que sous-produit de la 

purification d’héparine. La découverte fortuite de ces derniers peut s’expliquer en partie parce 

qu’héparine et héparanes sulfates sont très proches. En effet, ils possèdent un squelette 

osidique identique de type [-4GlcAβ1-4GlcNAcα1-], et sont modifiés par les mêmes enzymes  

(Figure 27). La différence entre ces deux polymères vient du fait qu’ils ne sont pas exprimés 

Figure 26 : Diagramme schématique des voies de modification biosynthétiques des chaines de CD/DS. D’après 
(Mikami & Kitagawa 2013). 
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dans les mêmes tissus. Si 

les héparanes sulfates 

sont exprimés de 

manière ubiquitaire, les 

chaines d’héparine, 

quant à elles, sont 

exprimées exclusivement 

dans les mastocytes des 

tissus conjonctifs. 

L’expression des enzymes 

impliquées dans la 

biosynthèse des Hp est 

différente des autres 

cellules de l’organisme, 

expliquant la différence de structure finale entre les 2 polymères. 

Les HS/Hp sont les GAG les plus modifiés comme nous le verrons ce qui leur permet 

d’interagir avec une grande diversité de protéines. De plus, les HS sont principalement 

retrouvés attachés au niveau de la membrane plasmique, en contact direct avec la cellule et 

son environnement, une place stratégique qui explique ses nombreux rôles physiologiques. 

 

(1) Biosynthèse 
 

 L’initiation de la chaine de HS/Hp commence par l’ajout d’une première N-

acétylglucosamine (GlcNAc) au tétrasaccharide linker par une enzyme transmembranaire avec 

une activité N-acétylglucosaminyltransférase-I (GlcNAcT-I). Deux enzymes de la famille des 

« exostosine-like » (EXTL) sont capables de catalyser cette réaction : EXTL-2 et EXTL-3 (Figure 

28). Après l’ajout de cette GlcNAc sur le tétrasaccharide linker, c’est un complexe de 2 

enzymes membranaires qui va être responsable en grande partie de l’élongation de la chaine 

HS/Hp. Ce complexe des deux enzymes exostosine-1 et -2 (EXT1 et EXT2) possède l’activité  

GlcAT-II et GlcNAcT-II nécessaire à la polymérisation des HS/Hp. EXTL-1 et -3 ont également 

montré une activité GlcNAcT-II et peuvent jouer un rôle dans l’élongation des chaines. L’étude 

de souris KO pour les gènes codant pour les EXTL-2 et -3, impliquées dans l’initiation des 

chaines, a été montré in vitro que l’élongation pouvait tout de même être assurée par le 

complexe EXT1/EXT2 (Kim et al. 2003). Lors de mutation de EXTL-3, les chaines d’HS 

caractérisées étaient plus longues (Busse et al. 2007), ce qui signifie que l’enzyme jouerait un 

rôle dans la régulation de la taille des chaines (Nadanaka & Kitagawa 2008). Toutefois, les 

mécanismes de terminaison de synthèse des HS et Hp sont largement méconnus.  

Figure 27 : Structure et modifications possibles d’une unité disaccharidique 
d’héparane sulfate/héparine 
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(2) Structures et modifications 
 

 Tout comme les CS, les HS/Hp au cours de leur élongation vont pouvoir subir 

différentes modifications. L'expression des enzymes de modification de ces chaines dépend 

du tissu, du stade de développement... Ces modifications sont réalisées par 5 familles 

d’enzyme différentes, toutes transmembranaires, catalysant 5 réactions différentes de 

manière séquentielle et ordonnée. Ces modifications sont : 

  -La N-déacétylation/N-sulfatation des GlcNAc par des N-déacétylases/N-

sulfotransférases (NDST). 4 isozymes bifonctionnelles existent et catalysent la réaction de N-

déacétylation puis de N-sulfotransfert sur les glucosamines. Leur expression dépend de leur 

localisation ainsi que du stade de développement. En effet, alors que les transcrits codant les 

NDST-1 et -2 sont retrouvés partout dans les tissus embryonnaires et adultes avec différents 

niveaux d’expression (Kusche-Gullberg 1998), ceux des NDST-3 et -4 sont exprimés 

principalement au niveau de l’embryon et du cerveau (Aikawa & Esko 1999) (Aikawa et al. 

2001). La génération de souris KO aux NDST a permis de mieux cerner leurs différents rôles. 

La NDST-1 est essentielle à la survie de l’animal qui meurt à l’état embryonnaire ou à la 

naissance en absence de NDST-1 (Ringvall et al. 2000) (Fan et al. 2000). Les souris ndst-2-/- 

quant à elles sont viables mais des défauts dans les chaines d’héparine sont observés. Ces 

dernières ne retiennent plus toutes les enzymes et protéines dans les granules de sécrétion 

des mastocytes (des tissus conjonctifs) ce qui engendre des troubles immunitaires, et 

notamment dans les phénomènes inflammatoires. La NDST-2 serait donc essentielle dans la 

formation des chaines d’héparine. De manière intéressante, la NDST-2 est surtout retrouvée 

à l'état de transcrit ARNm dans la plupart des tissus de l'organisme et non au niveau protéique. 

Il existerait une régulation en dehors des mastocytes plutôt traductionnelle que 

transcriptionnelle qui expliquerait également l’absence de phénomène compensatoire dans 

les souris ndst-1-/- (Grobe et al. 2002). Selon l’isoforme de l’enzyme, les activités N-

déacétylases et N-sulfotransférases sont différentes. Dans le cas de la NDST-3 l’activité N-

déacétylase est plus importante que l’activité N-sulfotransférase, ce qui peut expliquer la 

Figure 28 : Schéma de l’assemblage et des modifications des HS par les différentes enzymes impliquées dans 
leur biosynthèse et formations de sites d’interaction. Voir texte pour abréviations. D’après (Bishop et al. 2007). 
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présence de glucosamines non-substituées (GlcNH3
+) impliquées dans des phénomènes 

d’interaction (Norgard-Sumnicht & Varki 1995) (Vanpouille et al. 2007). La NDST-2 a une 

activité N-déacétylase et N-sulfotransférase plus importante que la NDST-1, ce qui explique la 

plus forte quantité de glucosamines N-sulfatées (GlcNS) dans les chaines Hp par rapport aux 

HS. Les NDST forment des séquences contiguës de GlcNS qui vont être des substrats 

préférentiels pour les enzymes de modification plus en aval. Ce sont elles qui forment 

l’ébauche des chaines d’HS/Hp. 

  -La C5 épimérisation des acides glucuroniques (GlcA) en acides iduroniques 

(IdoA) par la C5-épimérase (HSepi ou HSGLCE). Cette épimérase est différente de celle 

responsable de l’épimérisation des GlcA en IdoA des DS. Une seule isoforme de l’enzyme a été 

mise en évidence (Lindahl & Bäckström 1972) chez les mammifères et catalyse la réaction 

d’épimérisation des GlcA en IdoA, et inversement in vitro. L’HSepi reconnait comme substrat 

des GlcA avec au moins une glucosamine N-sulfatée adjacente du côté non-réducteur 

(Jacobsson et al. 1984). Le pourcentage en IdoA varie selon le type de chaine et le tissu dans 

lequel il est retrouvé. Généralement, 30 à 55% d’IdoA sont retrouvés dans les chaines d’HS, et  

de 50 à 90% dans les chaines d’Hp (Taylor et al. 1973). Ce fort taux dans les chaines d’héparine 

vient du fait que le polysaccharide est N-sulfaté par la NDST-2, plus efficace que la NDST-1, 

offrant ainsi plus de séquences substrats pour l’HSepi. Cette dernière est essentielle dans le 

développement puisque les souris KO pour le gène codant l’HSepi meurent à la naissance. 

Elles présentent de nombreuses anomalies au niveau de l’iris, du squelette, les poumons sont 

immatures et les reins ne sont pas développés (Li 2010). Les cellules de ces souris sont remis 

en culture afin d’étudier leurs chaines d’HS et d’Hp. Les deux types de GAG après analyse 

montrent une structure similaire, avec une forte N-sulfatation et 6-O-sulfatation des 

glucosamines (Feyerabend et al. 2006), suggérant un phénomène de « compensation » de 

l’absence en IdoA et en 2-O-sulfatation qui est sa modification principale. Comme dit 

précédemment dans la partie des dermatanes sulfates, les IdoA ont une flexibilité 

conformationnelle plus importante que les autres oses de la chaines de GAG. Cette 

conformation de l'IdoA est également fondamentale pour l’interaction des HS/Hp avec un 

partenaire protéique (Jia et al. 2009). 

  -La 2-O-sulfatation par la 2-O-sulfotransférase (HS2ST). Une seule isoforme de 

l’enzyme existe chez les mammifères. La 2-O-sulfatation a lieu principalement au niveau des 

IdoA dans les chaines d’HS/Hp et la réaction empêche l’épimérisation retour en acide 

glucuronique car les acides iduroniques 2-O-sulfatés (IdoA2S) ne sont pas des substrats pour 

l’HSepi. Les 2 enzymes forment un complexe favorisant ainsi la 2-O-sulfatation des IdoA 

(Pinhal et al. 2001) (Esko & Selleck 2002). Lors de KO pour le gène codant la HS2ST chez la 

souris, la progéniture meurt au stade néonatal. Les souriceaux présentent une agenèse rénale, 

des malformations squelettiques, de l’iris… Ces défauts sont également retrouvés chez les 

souris hsepi-/- qui, du fait de l’absence d’IdoA, ne possèdent quasiment pas de 2-O-sulfatation. 

Cette sulfatation est impliquée et nécessaire dans l’interaction et la signalisation de plusieurs 

molécules comme le FGF-2, le GDNF (facteur neurotrophe dérivé de la glie impliqué dans le 

développement rénal) (Li 2010)… Les chaines d’HS/Hp issues des cellules hs2st-/- montrent une 
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forte augmentation de leur taux de N-sulfatation et 6-O-sulfatation comme pour 

« compenser » au niveau charge électrique l’absence de 2-O-sulfatation. La HS2ST est 

également capable de 2-O-sulfater les GlcA, son activité envers cet acide uronique est 

largement minoritaire dans des conditions « physiologiques » (Rong et al. 2001). Ces GlcA2S 

sont principalement retrouvées au niveau du cerveau (Lindahl et al. 1995), mais la régulation 

de ce phénomène est encore mal connue à ce jour. 

  -La 6-O-sulfatation par les 6-O-sulfotransférases (HS6ST). 4 isoformes (HS6ST-

1, -2, -2S, -3) sont responsables de l’ajout d’un groupement sulfate en position 6 d’une 

glucosamine à partir du PAPS (Habuchi et al. 2000) (Habuchi et al. 2003). L’expression de 

chaque isoforme varie selon le tissu et le stade de développement (Sedita et al. 2004). Leurs 

affinités en fonction du substrat varient également d’une isoforme à une autre. En effet, la 

HS6ST-1 est capable de 6-O-sulfater les GlcNS lorsqu’un IdoA est adjacent à cette glucosamine. 

En revanche, les HS6ST-2 et -3 peuvent catalyser la réaction en absence de cet épimère. 

Cependant, pour que cette réaction ait lieu, la HS6ST-2 nécessite une forte concentration en 

disaccharide GlcA-GlcNS contrairement à la HS6ST-3. La présence de ce groupement sulfate 

en position 6 de la glucosamine va conférer à la chaine d’HS/Hp des propriétés d’interaction 

et d’activation de molécules signal impliquées dans des phénomènes de migration, 

prolifération, adhésion (Pye et al. 1998) (Pye et al. 2000) (Mahalingam et al. 2007)… Si la 

réaction de 6-O-sulfatation a lieu préférentiellement sur les glucosamines N-sulfatées, il a été 

mis en évidence que la HS6ST-1 avait également pour substrat la GlcNAc (Zhang et al. 2001). 

La formation de ces GlcNAc6S est essentielle puisqu’elles jouent des rôles physiologiques 

fondamentaux de par leurs interactions avec l’antithrombine (rôle dans la coagulation), 

certains facteurs de croissance etc. Les souris hs6st-/- ne sont pas viables et ont une mort 

embryonnaire ou néonatale (Habuchi et al. 2007). 

  -La 3-O-sulfatation par les 3-O-sulfotransférases (HS3ST). Elles forment une 

famille de 7 membres (HS3ST-1, -2, -3A, -3B, -4, -5, -6) (Shworak et al. 1999) (Xu et al. 2005) 

dont chacune a un niveau d’expression différent selon le tissu dans lequel elles sont exprimées 

et le stade de développement (Kusche-Gullberg & Kjellén 2003). Les HS3ST sont responsables 

de l’ajout de 3-O-sulfates au niveau des glucosamines, chacune d’entre elle ayant une activité 

différente selon le substrat. Cette réaction est la plus rare parmi les différentes modifications 

vues précédemment, mais aussi l’une des plus régulées (impliquant 7 isozymes différentes). 

Cela permet de 3-O-sulfater des séquences uniques au niveau de la chaine d’HS/Hp dans des 

tissus bien particuliers. Les chaines ainsi modifiées vont ainsi posséder un motif d’interaction 

critique pour des protéines fonctionnelles (par exemple avec l’antithrombine-III qui reconnait 

un pentasaccharide particulier possédant une GlcNS,6S,3S dans la chaine d’héparine (Petitou 

et al. 2003) : rôle dans l’hémostase). Certains virus également nécessitent la présence de 3-O-

sulfate dans la chaine d’HS pour s’adsorber au niveau de la membrane plasmique, c’est le cas 

par exemple du virus de l’herpès (HSV-I) (Shukla et al. 1999). 

 -La notion de « gagosome ». La synthèse (polymérisation et modifications) des chaines 

de GAG, et surtout des HS et Hp qui sont les plus étudiés, est un processus rapide, efficace et 

étrangement reproductible pour un processus non-codé génétiquement. En effet, les 
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caractéristiques des HS sont généralement les mêmes dans un même tissu. Le gagosome serait 

un macrocomplexe regroupant les enzymes de synthèse et serait à l'origine de cette 

reproductibilité dans la polymérisation et modification des chaines d'HS. Les arguments en 

faveur de ce concept sont les interactions observées entre certaines enzymes comme EXT-1, 

EXT-2 et les NDST (Mccormick et al. 2000) (Kobayashi et al. 2000) (Presto et al. 2008), et entre 

la HSepi et la HS2ST (Pinhal et al. 2001). Des modulateurs encore non décrits à ce jour 

pourraient être responsables du maintien cohérent ce de macrocomplexe. L'expression des 

différentes enzymes et la stœchiométrie au sein du supposé complexe joueraient un rôle clé 

dans l'établissement de structures reproductibles (Esko & Selleck 2002) (Figure 29).  

 Les chaines d’HS et d’Hp en fin de biosynthèse reflètent l’état physiologique du tissu 

dans lequel elles sont exprimées. Leurs caractéristiques (longueur, sulfatation, épimérisation) 

dépendent de l’expression des différentes isoformes des enzymes impliquées dans cette voie 

de biosynthèse. Les modifications des chaines ont lieu majoritairement dans des domaines 

présentant des GlcNS contiguës (les domaines NS)  espacés par des domaines non-modifiés 

(les domaines NA). Aux frontières de ces domaines, la N-sulfatation des glucosamines est 

moins régulière et forment des domaines de transition (domaines NS/NA). Ce sont donc les 

NDST qui forment un premier plan de modification des chaines HS/Hp. Cependant, toutes les 

modifications des chaines ne sont pas exclusivement intracellulaires. De nouvelles enzymes 

appelées « Sulfs » (pour sulfatases) ont été mises en évidence au niveau extracellulaire et 

modifient les chaines d’HS exprimées sur les surfaces membranaires : 

  -La famille des Sulfs a été découverte d’abord chez la caille en 2001 (Dhoot et 

al. 2001) puis chez l’Homme en 2002 (Morimoto-Tomita et al. 2002). Deux isoformes existent 

(HSulf-1 et HSulf-2 chez l’humain) et possèdent une activité 6-O-endosulfatase, c’est-à-dire 

qu’elles sont capables d’enlever sélectivement des 6-O-sulfates des glucosamines au sein des 

domaines NS (Staples et al. 2011). L’expression de ces enzymes sécrétées a un rôle important 

car elles peuvent moduler les interactions avec différents partenaires requérant la présence 

de groupements 6-O-sulfate (Seffouh et al. 2013). La mort néonatale des souris KO pour les 

gènes codant les 2 isoformes de Sulf montre également un rôle important lors de 

l’embryogenèse (Holst et al. 2007). La régulation de l’expression des Sulfs est un domaine 

Figure 29 : Modèle théorique du gagosome pour la synthèse d’HS. D’après (Lindahl & Li 2009). 
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d’investigation important qui a déjà montré le rôle de celles-ci dans des cancers lors de 

dérégulation (Khurana et al. 2013). 

La diversité structurale des chaines d’HS/Hp prend sa source au cours de leur 

biosynthèse, mais la régulation de cette diversité est également importante après leur 

polymérisation au niveau des surfaces cellulaires et des MEC. 

 

5. Le catabolisme des GAG in vivo 
 

Les GAG sont retrouvés de manière ubiquitaire dans l'organisme et différentes voies 

de dégradation existent afin de pouvoir tous les renouveler quel que soit le tissu. Une 

première étape est sa dégradation in situ dans les MEC et dans le liquide synovial où il est 

ensuite drainé dans le système lymphatique (Antonas et al. 1973). Les chaines 

polysaccharidiques sont catabolisées en de plus petits fragments qui vont ensuite passer dans 

le flux sanguin (Laurent & Laurent 1981) pour être captés soit par le foie (80%) où la 

dégradation y sera totale, soit par les reins où ils vont ensuite être excrétés par voie urinaire. 

Des fractions de GAG peuvent être internalisées et dégradées à l’intérieur du tissu, c’est le cas 

au niveau de la peau et des articulations. Cette internalisation peut être médiée par des 

récepteurs comme le CD44 interagissant avec l’HA (Lesley et al. 2000) ou par pinocytose 

(endocytose constitutive). 

Les chaines sont internalisées dans des endosomes qui vont fusionner avec les 

lysosomes contenant les enzymes de dégradation des GAG. Cette dégradation est assurée par 

des hydrolases acides spécifiques de la stéréoconfiguration des sucres, de la liaison 

glycosydique, des différents motifs de modification, de l'ose voisin… Le processus de 

dégradation est ordonné : dans un premier temps, ce sont des endoglycosidases spécifiques 

qui vont agir sur les chaines. Les héparanases vont digérer les HS/Hp en oligosaccharides, et 

les différentes hyaluronidases et hexosaminidases vont digérer les HA, CS/DS et KS (Stern 

2003) (Kaneiwa et al. 2010) (Ludolph et al. 1981). Après l’action des endoglycosidases au 

niveau du lysosome, ce sont des exoglycosidases qui vont pouvoir catalyser les réactions de 

désulfatations, réacétylation et dégradation des oligosaccharides en monosaccharides qui 

serviront dans l’anabolisme de nouvelles chaines une fois activés par l’ajout d’UDP. Les 

exoglycosidases agissent au niveau de l’extrémité non-réductrice de l’oligosaccharide, et 

l’action préliminaire des endoglycosidases permet d’augmenter la quantité de substrats au 

sein des lysosomes. Les sulfatases responsables de la désulfatation des oligosaccharides 

peuvent avoir plusieurs substrats (cas de l’iduronate-2-sulfatase agissant sur les HS/Hp et DS, 

de la GalNAc-6-sulfatase ayant pour substrat les CS-C et les KS…). Après la désulfatation du 

résidu en position non-réductrice, la liaison avec l’ose voisin est rompue par une β-

glucuronidase, α-iduronidase, β -galactosidase, β -N-acétylhexosaminidase, ou α -N-

acétylhexosaminidase selon la nature de l’ose et de la liaison osidique. Des mutations dans 

ces enzymes de dégradation sont responsables de pathologies appelées 

mucopolysaccharidoses (MPS) caractérisées par l’accumulation des GAG (Figure 30). 
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Certaines des endoglycosidases comme l'héparanase peuvent être sécrétées et être en 

contact direct avec la MEC. Ces-dernières possèdent également une activité enzymatique à 

pH neutre, et elles sont impliquées dans la déstabilisation de certaines MEC pour des 

phénomènes de migration cellulaire,  et de fertilisation (Lin et al. 1994) par exemple. Leur 

action peut permettre de relarguer en solution des cytokines retenues par les constituants de 

Figure 30 : Etapes de la dégradation des HS in cellulo. Enzymes impliquées dans la dépolymérisation et 
pathologies associées à leur déficience. D’après Biochemistry 6th edition. 
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la MEC et jouer des rôles dans des proliférations contrôlées (Gingis-Velitski et al. 2004) ou 

dérégulées comme c'est le cas dans certains cancers (Vlodavsky et al. 1999).  

 Les GAG peuvent également être dégradés de manière non-enzymatique. En effet, 

dans des processus inflammatoires (comme l’arthrite) ou lors d’autres maladies, des espèces 

réactives de l’oxygène (ROS) peuvent se former et cliver les GAG, déstabilisant ainsi les 

cartilages ou tissus impliqués lors de cette inflammation (Al-Assaf et al. 2000). Les fragments 

de GAG ainsi formés vont se détacher de leur environnement et être recaptés par les cellules 

ou passer dans la circulation lymphatique. Les leucocytes sont également capables de générer 

des espèces chimiques réactives envers les GAG aboutissant à leur dégradation (Rees et al. 

2007). 

 

D. Rôles des PG 
 

Le rôle des PG est extrêmement varié dans l’organisme lors du développement mais 

également tout au long de la vie de l’individu et nous détaillerons son implication dans les 

phénomènes immunitaires et principalement lors de l’inflammation et du guidage 

leucocytaire. Enfin, les PG sont aussi impliqués dans de nombreux évènements pathologiques 

dont nous verrons quelques exemples. Ces rôles peuvent être liés à la protéine cœur ou à leur 

chaine de GAG. 

 

1. Rôles de la protéine cœur… 
 

De par leur grande diversité et leur localisation ubiquitaire, les protéines cœurs des PG 

jouent des rôles dans de très nombreux processus physiologiques. Nous ne pourrons tous les 

détailler ici, mais certains de ces rôles seront décrits dans cette partie. 

 

a) … dans le choix de la chaine de GAG 
 

L’un des rôles fondamental des protéines cœur est la participation de celles-ci dans le 

choix du GAG qui va être lié au niveau de la séquence consensus serine-glycine dans le cas des 

chaines HS/CS principalement (Esko & Zhang 1996). Une première information se situe dans 

la séquence primaire en acides aminés de la protéine cœur. En effet, il a été montré chez le 

bétaglycan, un HSPG, que la présence d’une séquence riche en acides aminés acides 

(aspartate, glutamate) favorisait la présence de chaine HS (López-Casillas et al. 1994). La 

distance entre la séquence consensus et les acides aminés acides joue également un rôle 

important. Ces résultats ont également été confirmés pour le syndécan-1. La présence d'un 

tryptophane vicinal à la glycine de la séquence consensus ou d’autres motifs serylglycines sont 

également des signaux positifs dans le choix de chaine de type HS. En l’absence de ces signaux, 

la formation de chaine de type CS est préférée. Le choix dans le type de chaine de GAG est 

également lié aux modifications du tétrasaccharide linker comme nous avons pu le voir et ces 

modifications pourraient être liées aussi à la séquence primaire de la protéine cœur. 
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b) … dans des phénomènes de signalisation cellulaire 
 

Certaines protéines cœurs sont également capables d’induire des signaux 

intracellulaires de manière plus ou moins directe. La signalisation « directe » est médiée par 

les protéines cœurs intégrales, c’est le cas des syndécans possédant des tyrosines conservées 

dans leur domaine cytosolique et pouvant déclencher la transduction de signaux au sein de la 

cellule. Ils sont également capables de s’oligomériser et de provoquer des évènements 

endocytaires grâce à leurs interactions avec le réseau d’actine (Beauvais & Rapraeger 2004). 

Les protéines cœurs peuvent aussi interagir avec des récepteurs cellulaires : les TLR avec le 

biglycan, le récepteur du facteur de croissance insulin-like I et de l’épiderme avec la décorine 

(Merline et al. 2009) etc. Ainsi, ils initient des phénomènes de réponses immunitaires, de 

proliférations… 

 

c) … dans l’architecture matricielle 
 

Les protéines cœurs des PG sont également des actrices incontournables de 

l’architecture de la MEC et de l’interaction de celle-ci avec les cellules. Les hyalectans sont 

prépondérants dans ces structures. En effet, ils sont capables de se lier à la fois à l’HA et aux 

glycoprotéines pouvant jouer le rôle de liant entre matrice et cellule. Le CD44 cellulaire relie 

également les cellules à leur matrice de par son interaction avec l’HA. D’autres PG modulaires, 

comme nous l’avons vu, sont capables d’interaction avec les intégrines cellulaires, la matrice 

(e.g le perlécan) etc. 

Ainsi nous avons pu voir quelques rôles importants de la partie protéique des PG dans 

les phénomènes de cohésion tissulaire, mais également dans certains phénomènes cellulaires 

(immunité, prolifération…) et dans le choix de la chaine de GAG qui sera liée à la protéine. 

Cette chaine est également importante dans la fonctionnalisation de protéines impliquées 

dans une pléthore de rôles. 

 

2. Rôles physiologiques des GAG cellulaires 
 

Les GAG, et surtout les HS du fait de leur localisation ubiquitaire et leur très grande 

diversité structurale forment la pierre angulaire de nombreux processus cellulaires, 

notamment en fonctionnalisant et en régulant les protéines avec lesquelles ils interagissent 

(Figure 31). Du fait de leur nature polyanionique (groupements carboxyliques, sulfates), les 

GAG se lient majoritairement de manière électrostatique avec leur(s) partenaire(s), mais 

également grâce aux forces de van der Waals, des liaisons hydrogènes, et par des interactions 

hydrophobes. Ces interactions ne se font pas uniquement de manière aspécifique, certaines 

sont même très spécifiques (Capila & Linhardt 2002) (Kreuger et al. 2006). Des motifs 

d'interaction sur de nombreuses protéines ont été déterminés comme responsable de leur 

liaison à l'héparine (Hileman et al. 1998). Ces domaines de fixation à l'héparine (HBD) sont 

constitués de résidus basiques (B) (lysine, arginine et plus rarement l’histidine) pouvant être 
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séparés d'acides aminés quelconques (X) et agencés en motifs XBBXBX ou XBBBXXBX (Cardin 

& Weintraub 1989).  

 

a) Les HS/Hp peuvent provoquer des changements conformationnels : 
cas de l’héparine dans la coagulation 

 

 Le phénomène a été bien étudié dans l’hémostase de par l’interaction d’une séquence 

précise d’oligosaccharide avec l’antithrombine-III (ATIII), un inhibiteur de sérine-protéase 

(serpine) (Jin et al. 1997). Cette protéine est présente dans le sang sous une forme non-affine 

pour la thrombine qui est l’enzyme finale de la cascade de réactions aboutissant à la formation 

Figure 31 : Schéma des différents rôles physiologiques des protéoglycanes à héparane sulfate. Les HSPG 
servent de corécepteurs pour des facteurs de croissance et leurs récepteurs qui sont présents soit sur la même 
cellule (a) soit sur une cellule adjacente (b). Ils transportent les chimiokines à travers la cellule (c) et les présentent 
à la surface cellulaire (d). Les processus de shedding des syndécans et glypicans de la surface cellulaire (e) et de 
clivage des chaines d’HS par l’héparanase (f) libèrent les ligands (tels que les facteurs de croissance). Les HSPG 
des surfaces cellulaires sont activement endocytés (g) et peuvent être recyclés à la membrane plasmique ou 
dégradés dans les lysosomes (h). Les HSPG facilitent aussi l’adhésion cellulaire aux MEC (i) et forment des liens 
avec le cytosquelette (j). Les HSPG sécrétés sont impliqués dans la formation de MEC organisées qui forment des 
barrières physiologiques (k) et qui séquestrent les facteurs de croissance et morphogènes pour un relargage plus 
tardif (l). La serglycine portant des chaines d’héparine hautement sulfatées est contenue dans des granules de 
sécrétion des cellules hématopoiétiques (m). Enfin, certaines expériences suggèrent que des chaines d’HS sont 
présentes dans le noyau (n) bien que leur fonction dans cet organite reste inconnue. D’après (Bishop et al. 2007). 
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d’un caillot de fibrine. En présence d’une séquence de 5 sucres spécifiques (qui comprend une 

3-O-sulfatation) retrouvée dans les HS et principalement dans les Hp (1/3 des chaines d’Hp 

contiennent le motif pentasaccharidique), l’ATIII va interagir avec le motif et la protéine va 

subir un changement de conformation au niveau d’une boucle, exposant au solvant une 

arginine critique pour l’interaction avec la thrombine (Figure 32). La thrombine est également 

capable de se lier à la chaine d’HS/Hp de manière moins spécifique, favorisant son interaction 

avec l’ATIII. La thrombine au niveau de ce trimère est totalement inhibée et le phénomène de 

coagulation ne peut avoir lieu (Li et al. 2004). La puissance de l'effet anticoagulant de 

l'héparine s'explique également par son interaction directe ou indirecte avec d'autres 

protéines de la voie de coagulation comme le cofacteur d'héparine II (HCII) et le facteur Xa. La 

formation des différents complexes aboutissent à l'inhibition de la thrombine via différentes 

voies, expliquant l'efficacité de l'héparine.  

 

Figure 32 : Changements structuraux de l’ATIII provoqués par l’interaction avec un motif pentasaccharidique 
particulier de l’héparine (A). Complexe ternaire AT-III–Thrombine–Héparine (B). Structures obtenues par 
cristallographie aux rayons X. D’après (Li et al. 2004). 

B 

A 
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b) Les HS/CS dans la rétention et protection de protéines 
 

 Les GAG présents à la surface des cellules et au niveau de la matrice extra-cellulaire 

forment une zone d’interaction avec de nombreuses petites protéines comme les facteurs de 

croissance (Vlodavsky et al. 1991) et les cytokines (Figure 31). Ces dernières possèdent 

souvent des séquences d’acides aminés basiques (lysines et arginines principalement) 

disposées de telle manière qu’elles rendent possible l’interaction avec les GAG sulfatés 

comme vu précédemment. Ces médiateurs vont être ainsi concentrés au niveau de leur lieu 

de sécrétion par les cellules du tissu. Au niveau des mastocytes, les Hp/CS-E des serglycines 

contenues dans les granules concentrent également les protéases pouvant intervenir dans des 

phénomènes d’inflammation lors de stimuli (Humphries et al. 1999). 

 Une seconde fonction de l’interaction GAG-protéines est la protection de ces dernières 

vis-à-vis de la protéolyse. En effet, il a été montré que lorsqu’une chaine de GAG interagissait 

avec le facteur de croissance FGF-2, la chimiokine CXCL12α (ou SDF-1α), la cytokine interféron 

gamma (IFNγ)… ceux-ci devenaient moins sensibles à l’action de protéases (Saksela et al. 1988) 

(Sadir et al. 2004) (Lortat-Jacob & Grimaud 1991). En revanche, l’action d’enzymes de 

dégradation des GAG comme l’héparanase permet de relarguer en solution les protéines qui 

leur étaient liées, et ces protéines vont alors pouvoir jouer leur rôle, notamment en se liant à 

des récepteurs cellulaires (Vlodavsky et al. 2002) (Figure 31). Cela va permettre aux cellules 

d’avoir un contrôle local et temporel sur la disponibilité en cytokines, facteurs de croissance 

etc. Ces mécanismes de sécrétion comme, dans le cas de l'héparanase, jouent également des 

rôles lors de phénomènes pathologiques, notamment dans la croissance anarchique de 

cellules tumorales. 

 

c) Les HS comme corécepteurs 
 

 Le rôle de corécepteur des domaines NS des HS/Hp dans la signalisation de facteur de 

croissance a été découvert en parallèle en 1991 par deux équipes (Yayon et al. 1991) 

(Rapraeger et al. 1991). La famille des FGF (Fibroblast Growth Factors) comprend une 

vingtaine de membres pour 7 récepteurs cellulaires. L’un des FGF qui a été le plus étudié est 

le FGF-2 ou FGF basique (bFGF) jouant des rôles dans la prolifération, différenciation et 

migration cellulaire. Les différents FGF sont capables de se fixer sur plusieurs récepteurs au 

FGF (FGFR) avec des affinités différentes (Mohammadi et al. 2005) (Figure 31). Toutefois, pour 

déclencher une transduction de signal à travers le récepteur, celui-ci doit se dimériser, et la 

fixation d’une chaine d’HS/Hp en plus du FGF est nécessaire. L’oligosaccharide impliqué dans 

l’interaction va permettre de rapprocher et de stabiliser les partenaires du complexe. Ce 

complexe est composé d’un dimère FGF:FGFR de stœchiométrie 2:2 avec une ou deux chaines 

d’HS selon les modèles proposés dans la littérature (Pellegrini et al. 2000) (Schlessinger et al. 

2000). Le mode d’interaction du complexe ternaire FGFR:FGF:HS/Hp fait toujours débat mais 

plusieurs modèles pourraient exister en fonction du type de FGF et du récepteur engagés. 

 La structure de la chaine de GAG est également importante. Dans le cas de l’interaction 

FGF2-FGFR1, il a été montré l’importance des IdoA2S dans la fixation de la protéine sur le 
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récepteur et de la présence d’une glucosamine 6-O-sulfatée pour la fixation et l’activation 

efficace du FGFR1 par FGF2 (Pye et al. 1998). Cette interaction engagerait également un 

oligosaccharide d’une taille minimale de 10 unités osidiques. Au niveau intracellulaire, les 

parties cytoplasmiques des récepteurs, rapprochées lors de l’interaction, vont pouvoir 

s’autophosphoryler et déclencher la cascade de transduction du signal. Un modèle de cette 

interaction est illustré figure 33. 

 

d) Les HS dans la formation de gradients de chimiokines et dans 
l’inflammation 

 

 Le recrutement leucocytaire au niveau de sites spécifiques est un mécanisme clé dans 

les phénomènes immunitaires en guidant les cellules nécessaires sur les sites d’inflammation, 

ou d’infection par exemple. Les protéines capables de recruter et guider les leucocytes sont 

de petites cytokines chimioattractives appelées chimiokines (e.g CXCL12, interleukine-8, …). 

Ces petites protéines d’une dizaine de kDa possèdent des motifs basiques dans leur séquence 

Figure 33 : Représentation schématique et structurale d’une interaction FGF-HS/Hp-FGFR et de la cascade de 
réactions intracellulaires. D’après (Mohammadi et al. 2005). 
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primaire ce qui va leur permettre d’interagir avec les HS. La fixation aux HS/Hp se ferait au 

niveau de clusters selon la chimiokine et sa forme oligomérique  (Lortat-Jacob et al. 2002). 

 Lors d’un phénomène d’inflammation, les macrophages résidants du tissu vont 

sécréter des chimiokines et cytokines pro-inflammatoires induisant l’expression de molécules 

d’adhésion (type sélectines) au niveau des cellules endothéliales (Carlos et al. 1990). Les 

chimiokines vont également diffuser localement au niveau du site de l’inflammation et 

interagir avec les HS présents. Cette diffusion locale forme un gradient de chimiokines autour 

du site, la concentration étant de plus en plus réduite à distance du site enflammé. Par 

transcytose, les chimiokines vont être également présentées au niveau apical des cellules 

endothéliales, c’est-à-dire au niveau de la circulation sanguine, dans la lumière des vaisseaux 

(Middleton et al. 1997) (Middleton et al. 2002). Les leucocytes présents dans le sang vont 

pouvoir s’ancrer à la surface des cellules via les sélectines et suivre le gradient de chimiokines : 

c’est le phénomène de rolling. Les chimiokines intéragissent également avec des récepteurs 

leucocytaires activant l’expression d’intégrines ce qui permet aux leucocytes de s’ancrer plus 

solidement à la surface de l’endothélium (Tanaka et al. 1993) (Rot 1992). S’en suit 

l’extravasation du leucocyte de la lumière vers la membrane basale au travers des cellules 

endothéliales : c’est la diapédèse. La matrice épaisse de la membrane basale va être dégradée 

par les leucocytes pour leur passage en sécrétant des héparanases, dégradant les HS des HSPG 

(perlécan, agrine…). Cette dégradation va de plus relarguer des cytokines et facteurs de 

croissance stockés au niveau des HS. Le leucocyte va pouvoir continuer son déplacement au 

niveau de cette matrice (on parle d’haptotaxie) et se diriger au niveau du site de 

l’inflammation où il pourra jouer ses rôles (Parish 2006) (Figure 34). 

Ainsi, nous avons pu voir quelques rôles physiologiques essentiels des HS qui reposent 

sur leur interaction possible avec un grand nombre de molécules. Ces interactions permettent 

de stabiliser, fonctionnaliser (par changement conformationnel, par multimérisation…) les 

Figure 34 : Schéma d’un guidage leucocytaire vers un site inflammatoire et rôle des HSPG dans les différents stades. 
D’après (Parish 2006). 
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protéines, de s’associer également avec des récepteurs et de déclencher de multiples voies 

de signalisation ou d’évènements cellulaires. 

 

3. Les GAG dans des phénomènes pathologiques 
 

La diversité structurale unique des HS/Hp et CS est également utilisée par plusieurs 

pathogènes afin de s’adsorber au niveau des tissus de l’organisme pour l’infecter et 

s’expandre. 

 

a) GAG et infections 
 

 De nombreux virus, bactéries et parasites ont été décrit dans la littérature comme 

interagissant avec les chaines de GAG présents dans les matrices de l’organisme et au niveau 

des surfaces cellulaires. La plupart des pathogènes n’utilisent les GAG que comme premier 

point d’ancrage dans l’organisme avant une interaction (en cis ou en trans) avec un récepteur 

membranaire qui va permettre son internalisation, et d’infecter la cellule. C’est le cas du virus 

de l’herpès HSV-1 (reconnaissant les glucosamines 3-O-sulfatées) via sa glycoprotéine D (gD), 

de l’hépatite C via la glycoprotéine 2 de l’enveloppe (E2), de l’hépatite B, du papillomavirus 

humain, de l'adénovirus, du virus de la dengue (Chen et al. 2008)…  Le virus de 

l’immunodéficience humaine-1 (VIH-1) peut également interagir avec les HS via la 

glycoprotéine de 120kDa (gp120) de son enveloppe (Mondor et al. 1998). Des bactéries 

peuvent aussi se servir des GAG pour leur fixation au sein de l'organisme, comme 

Mycobacterium tuberculosis (Pethe et al. 2001), Listeria monocytogenes (Alvarez-Dominguez 

et al. 1997)… D’autres bactéries comme Streptococcus pneumoniae et Pseudomonas 

aeruginosa expriment des métalloprotéases pour induire le phénomène de shedding de PG. 

Les bactéries vont ainsi interagir avec ces fragments et se « camoufler » du système de 

surveillance immunitaire (Chen et al. 2007) (Park et al. 2001). Les parasites interagissent 

également avec les chaines de GAG, Toxoplasma gondii avec les HS et CS (Carruthers et al. 

2000) alors que Plasmodium falciparum est plus affin pour les chaines de CS-A (Fried et al. 

2006). 

 

b) GAG et cancer 
 

 La cancérogenèse est un phénomène complexe qui se caractérise principalement par 

la prolifération anarchique de cellules cancéreuses capable de vasculariser le tissu tumoral 

formé, d'envahir l'organisme en passant par la voie sanguine (on parle de métastases), mais 

également de se (dé)différencier. Ces événements (en dehors des métastases) sont 

normalement contrôlés dans un organisme sain et font intervenir les GAG. En effet, comme 

nous avons pu le voir, les GAG et notamment les HS forment un réservoir de facteurs de 

croissance. En destabilisant les HS, principalement par la sécrétion d'héparanase par les 

cellules cancéreuses (Vlodavsky et al. 2002), les facteurs de croissance contenus dans la MEC 

vont être libérés et vont stimuler la prolifération des cellules dont la cellule cancéreuse. De 
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plus, l'expression de certains HSPG et des enzymes impliquées dans la biosynthèse ou 

modification des chaines d'HS est différente dans la plupart des cancers par comparaison aux 

cellules saines (Mythreye & Blobe 2009) (Lai et al. 2008). Cela aboutit à un nouveau profil 

saccharidique par rapport au tissu d'origine. Les interactions avec le milieu environnant vont 

donc être différentes, améliorant l'affinité pour certains facteurs nécessaires au 

développement tumoral. Cet environnement va également être perturbé car les cellules 

tumorales acidifient le pH du tissu (Gerweck & Seetharaman 1996), et cette acidité va 

également perturber les intéractions protéines-sucres et protéines-protéines du fait des 

différentes protonations possibles des acides aminés. 

 A partir d'une certaine taille, toutes les cellules tumorales en amas n'ont plus accès aux 

ressources nutritives de l'environnement et vont devoir vasculariser la tumeur à partir des 

vaisseaux préexistant pour capter les nutriments du sang : cette néovascularisation est 

appelée angiogenèse. Ce processus nécessite l’interaction de facteurs de croissance avec la 

cellule, et notamment les VEGF (Vascular Endothelial Growth Factors) qui sont également 

retenus dans les HS des matrices où ils vont jouer un rôle fondamental (Harris et al. 2013). Là 

encore, la sécrétion d’héparanase par les cellules cancéreuses va permettre de libérer ces 

facteurs angiogéniques qui vont stimuler les récepteurs cellulaires. L’héparanase joue 

également un rôle dans la surexpression de VEGF par la cellule, stimulant davantage la 

vascularisation du tissu tumoral (Zetser et al. 2006). 

 Un des derniers phénomènes dans la maladie est le détachement des cellules et leur 

colonisation de l’organisme à travers le courant circulatoire : c’est le phénomène de 

métastase. Pour cela, les cellules doivent remodeler leur surface cellulaire ou sécréter des 

enzymes de dégradation pour diminuer ou abolir les interactions entre cellules ou avec la 

matrice. Les HA, CSPG et HSPG constituant les MEC et les surfaces cellulaires jouent des rôles 

essentiels dans l’adhésion des cellules et leur cohésion au sein du tissu. Le changement de 

profil en GAG (principalement des HS) peut affaiblir ces interactions intercellulaires et cellules-

matrice facilitant ainsi la migration des cellules cancéreuses. Le shedding ou le clivage des GAG 

des PG cellulaires abolit de manière efficace ces liaisons et permet l’invasion des cellules 

cancéreuses dans les tissus voisins. L’intravasation et l’extravasation de celles-ci peuvent être 

reliées aux HS car les cellules cancéreuses sont capables de chimiotaxie, et les HS de former 

des gradients de chimiokines comme nous l’avons vu pour les phénomènes immunitaires (van 

Zijl et al. 2011). L’efficacité de cette chimiotaxie est accrue par la surexpression des récepteurs 

aux chimiokines (Müller et al. 2001). 

 Enfin, les cellules cancéreuses sont généralement des cellules qui sont revenues à un 

stade de cellule non-différenciée. Ces cellules expriment à leur surface différentes protéines, 

dont les HSPG, et dans des proportions différentes par rapport à la cellule différenciée dont 

elle est issue (Knelson et al. 2014a). 

Tous les HSPG n’interviennent pas de la même manière dans les différents stades de cancers 

et dans les différents cancers, deux HSPG pouvant même avoir des effets antagonistes sur le 

développement tumoral. Ces effets viendraient de la structure de la chaine d’HS et de sa 
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capacité à interagir avec des facteurs différents. Les rôles majeurs des HSPG sont schématisés 

figure 35. 

 

c) Les maladies génétiques 
 

 Les maladies génétiques liées à un dysfonctionnement de la biosynthèse, modification 

ou catabolisme des GAG sont extrêmement nombreuses et variées. Comme nous avons pu le 

voir jusqu’à présent, des mutations génétiques peuvent aboutir à la non-polymérisation de la 

chaine de GAG ou à des défauts de structures pouvant être létales ou entrainer des 

malformations variées. Les défauts d’enzymes de dégradation des GAG sont également des 

pathologies héréditaires rares appelées mucopolysaccharidoses (MPS) et engagent le 

pronostic vital de la personne atteinte. Pour revue voir Sarrazin et al 2011 et figure 30. 

 

E. Intérêts de l’étude des GAG 
 

Comme nous avons pu le voir précédemment, les PG sont impliqués dans de nombreux 

phénomènes physiologiques, et peuvent être dérégulés lors de comportements 

pathologiques. La grande variété de structure des GAG (HS/Hp et CS), leur propriété 

rhéologique (HA…) ont permis d’envisager les GAG comme médicaments potentiels et 

marqueurs de maladie. Historiquement, l’intérêt des GAG en tant que médicament a 

Figure 35 : Effets des protéoglycanes à héparane sulfate dans les différentes étapes du 
cancer. SDC : syndecan ; GPC : glypican ; TβRIII : type III transforming growth factor β 
receptor ; Nrp1 : neuropiline. D’après (Knelson et al. 2014b). 
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commencé avec la découverte du pouvoir anticoagulant de l’héparine au début du XXe siècle 

par McLean (1916) qui a rapidement été utilisé comme antithrombotique chez l’Homme. Dans 

cette partie, nous verrons quelques applications des GAG en tant que médicament et leur 

importance dans l’industrie d’aujourd’hui et leur potentiel pour le futur. 

 

1. Les GAG comme médicaments 
 

a) Dans l’hémostase 
 

Comme décrit précédemment, l’héparine en se liant à l’ATIII, induit un changement 

conformationnel de la protéine, la rendant ainsi capable d’interagir avec la thrombine, enzyme 

responsable de la formation de fibrine, et de l'inhiber. L’interaction se fait via un motif 

pentasaccharidique précis principalement retrouvé dans les chaines d’Hp et dans une moindre 

mesure dans les chaines d’HS. De même, le dermatane sulfate (DS) a montré également des 

propriétés anticoagulantes. Son activité n'est pas liée à l'ATIII car il ne peut pas interagir avec 

elle du fait de sa structure saccharidique différente : présence de galactosamines, absence de 

N- et 3-O-sulfatation... L'activité anticoagulante des DS provient de son interaction avec le 

cofacteur d'héparine II (HCII) qui est un homologue de l'ATIII. Ce complexe binaire va 

permettre d'augmenter la vitesse d'interaction avec la thrombine d'un facteur 1000, inhibant 

l'activité de cette dernière (Tollefsen 2010). 

 

b) Contre l’arthrose 
 

 L’arthrose est la forme d’arthrite la plus répandue. Elle résulte d’une dégradation du 

cartilage situé entre deux os qui peuvent alors être en contact direct causant des douleurs 

articulaires. L’origine de cette érosion du cartilage est principalement mécanique, c’est pour 

cela que les personnes souffrant d’arthrose sont généralement des personnes de plus de 60 

ans ou en surpoids. 

 L’acide hyaluronique est un des composants essentiels des cartilages articulaires. 

Grâce à son fort pouvoir rhéologique, il permet de lubrifier ceux-ci et de protéger les os des 

stress mécaniques. Une réduction en HA est observée dans l’arthrose. Des injections en HA 

commercial ont montré des effets bénéfiques temporaires chez les patients atteints 

d’arthrose au niveau des genoux (Wobig et al. 1999). L’HA est toujours utilisé aujourd’hui pour 

épaissir le cartilage au niveau des articulations mais cela ne représente qu’une solution 

temporaire, nécessitant des injections régulières toute la vie. L'efficacité de ce type de 

traitement pour l'arthrose a été récemment questionné en raison de conflits d'intérêts que 

pourraient avoir certains auteurs des études publiées dans la littérature (Printz et al. 2013). 

c) Comme anticancéreux 
 

 Les cibles dans la lutte contre les cellules cancéreuses sont multiples. En effet, le cancer 

peut se diviser en plusieurs phases comme la croissance tumorale, l’angiogenèse et la 
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formation de métastases. Dans chacun de ces stades du cancer, l’héparine a montré son 

efficacité et est aujourd’hui utilisé dans certains traitements (Fuster & Esko 2005). 

 Lors de la croissance tumorale, des enzymes de dégradation comme l'héparanase sont 

sécrétées dans les MEC. Cela permet le relargage dans le milieu de facteurs de croissance 

retenus par les HS et donc de stimuler la croissance cellulaire. Bien que structuralement 

proche, l’héparine n’est pas un bon substrat des héparanases contrairement aux HS. 

L’héparine va cependant se fixer à l’enzyme, mais sans être digérée, bloquant ainsi le site actif 

de l'enzyme (Bar-Ner et al. 1987) (Nakajima et al. 1988). Cette inhibition de l’héparanase par 

l’héparine va empêcher, tout du moins en partie, la dégradation des HS (par compétition) et 

donc du relargage des facteurs protéiques interagissant avec ces derniers. Parmi ces facteurs 

se trouvent aussi des facteurs angiogéniques (comme les VEGF), faisant ainsi de l’héparine 

également un inhibiteur de l’angiogenèse. 

 Au niveau de stades plus tardifs, comme lors de métastases, l’héparine, selon sa 

source, a montré une action bénéfique en allongeant de plusieurs mois l'espérance de vie des 

patients (Tagalakis et al. 2007). Lors de métastases, les cellules cancéreuses passent dans le 

flux sanguin et peuvent interagir avec des cellules endothéliales en formant des tumeurs loin 

du site primaire. Ces cellules cancéreuses peuvent également interagir avec d'autres cellules 

dans le sang, comme les leucocytes, ou des plaquettes et former des amas pouvant conduire 

à des embolies. L’interaction entre cellules cancéreuses et composants sanguins est due aux 

interactions entre des glycoprotéines (comme les mucines…) de la cellule cancéreuse avec les 

sélectines des cellules endothéliales, plaquettes et leucocytes. L’héparine étant capable 

d’interagir avec les sélectines, va entrer en compétition avec les mucines. Les cellules 

cancéreuses ne vont plus pouvoir adhérer, ou dans une moindre mesure selon la quantité 

d’héparine dans le sang, et vont mourir (Stevenson et al. 2005). Ainsi l’héparine joue un rôle 

bénéfique dans l’arrêt de la progression métastatique des cellules cancéreuses. Toutefois, du 

fait de ses propriétés anticoagulantes, l'héparine peut induire des effets secondaires comme 

des hémorragies. Son utilisation et son dosage sont donc au cas par cas. De nouvelles 

molécules sont à l’étude avec un squelette d’héparine mais dépourvues de certaines 

sulfatations pour abolir l’interaction avec l’ATIII tout en préservant leur capacité d’interagir 

avec les sélectines et les héparanases (Borsig et al. 2011). 

En résumé, les GAG et dérivés sont des molécules de choix dans la lutte contre diverses 

pathologies et infections grâce à leurs propriétés d’interaction et rôles très divers. Les GAG, 

et plus généralement les PG peuvent également être des cibles dans des maladies où ceux-ci 

sont au centre de dysfonctionnements comme lors de leur accumulation dans les 

mucopolysaccharidoses. In vitro l’ajout des enzymes de dégradation permet de retrouver un 

phénotype sain (Daniele et al. 2002). Ces résultats ont ouvert la voie à des thérapies de 

remplacement enzymatique (ERT) déjà à l’étude in vivo (Higuchi et al. 2012) et dont certaines 

sont déjà disponibles sur le marché (Wraith et al. 2008). L’inhibition d’interaction des GAG, et 

principalement des CS, en neurobiologie est également un terrain d’investigation intéressant 

pour la guérison de paralysies et de traumatismes en restaurant la régénération axonale 

normalement inhibée par les CSPG chez l’Homme (Moon et al. 2001) (Bradbury et al. 2002). 



  

   66 
 

Les GAG ou leurs dérivés, seuls ou combinés avec des peptides, sont des molécules d’intérêt 

croissant pour combattre les phénomènes d’infections et notamment d’entrée virale, laissant 

imaginer tout leur potentiel en tant que médicament (préventif ou curatif). Un exemple récent 

est la synthèse d'une molécule hybride au sein du groupe « Structure et Activité des 

Glycosaminoglycanes » de l'Institut de Biologie Structurale (Grenoble) montrant un fort 

potentiel d'inhibition du HIV-1 aux récepteurs de surface comparé aux médicaments déjà 

présents sur le marché (Connell et al. 2012). 

 

2. Industrie des GAG et PG dans la Santé 
 

a) L’industrie de l’héparine 
 

 Sur le marché du médicament, plusieurs 

préparations à base d’héparine appartenant à 

différents groupes pharmaceutiques sont en 

concurrence. On peut séparer l’héparine non-

fractionnée (UFH) des héparines à faible poids 

moléculaire (LMWH) où on retrouve principalement le 

dalteparine (Fragmine® par Pfizer Inc.), le tinzaparine 

(Innohep® par Leo pharmaceutical company) et 

l’enoxaparine (Lovenox® par Sanofi). Ce dernier est le 

plus vendu des LMWH et même de tous les 

anticoagulants disponibles sur le marché en 2008 

(Melnikova 2009), comprenant d’autres molécules 

comme les warfarines (antagonistes de la vitamine K 

impliquée dans l’activation de protéines clés dans la 

coagulation), et d’autres antagonistes des protéines 

hémostatiques. Les LMWH représentaient un marché 

de 4,5 milliards de dollars (américains) en 2008 mais 

tend à décliner avec le développement d’antagonistes 

dans la voie de coagulation présentant moins d’effets 

secondaires (comme des thrombocytopénies) et/ou 

étant plus facile à administrer (e.g par voie orale) 

(Figure 36). Selon l’Intercontinental Marketing Services 

Health (IMS Health), institut américain reconnu pour 

leurs études des médicaments, l’enoxaparine au dernier 

trimestre 2013 est le 37e médicament le plus vendu, représentant environ 1,4 milliard de 

dollars de vente annuelle pour quasiment 17 millions d’unités.  

 Aujourd’hui, la source mondiale d’héparine comme médicament est exclusivement 

issue d’intestin de  porc des chaines agro-alimentaires. L’héparine de source bovine est utilisée 

dans la Recherche académique mais ne fait plus partie des préparations médicamenteuses à 

cause de contaminants potentiels pathogènes pour l'Homme. Ainsi, depuis la crise de « la 

Figure 36 : Marché mondial de 
l’anticoagulant en 2008 (haut) et 
prévisions pour 2014. DTI : inhibiteur 
direct de la thrombine. D’après 
(Melnikova 2009). 



  

   67 
 

vache folle » en 1996, les héparines d'origine bovine sont interdites en Europe et en Amérique 

en raison de la présence potentielle de prions  responsables d’encéphalopathies spongiformes 

bovines. La Chine est le principal producteur d’héparine avec quasiment la moitié de la 

production mondiale qui est autour des 100 tonnes (Linhardt & Liu 2012). En 2008, des lots 

frelatés d’héparine ont été découverts causant la mort de plus de 80 personnes et de plus de 

700 rapports d’accidents : c’est le scandale de l’OSCS (pour oversulfated chondroitin sulfate). 

 

b) Le scandale de l’OSCS (oversulfated chondroitin sulfate) 
 

 Entre 2007 et 2008, la prise d’héparine de certains lots a engendré des effets 

secondaires tels qu’une baisse de la tension artérielle, des nausées et vomissements, des 

troubles respiratoires… a reporté la Food and Drug Administration (FDA). Les lots ont été 

retirés du marché et analysés parallèlement en laboratoire. C’est en mars 2008 que la 

structure du contaminant est découverte : il s’agit de chondroïtine sulfate « sursulfatée » 

(OSCS). Les investigations remontent à la source de la contamination basée en Chine dans la 

société pharmaceutique étatsunienne Scientific Protein Laboratories. Cette société fournit 

l’héparine non-fractionnée (UFH) à d’autres compagnies qui préparent leur LMWH à partir de 

celle-ci. Cependant, au cours du processus de fragmentation et dépolymérisation de l’UFH, 

l’OSCS ne réagit pas de la même manière aux traitements, voire y est insensible (Figure 37). 

Ainsi malgré les différentes étapes de production, l’OSCS est toujours présent en fin de 

procédé, et selon les lots, a pu représenter jusqu’à 60% de la masse du médicament. 

 La question de l’origine de cet OSCS a alors été posée, d’autant plus que les 

mammifères ne synthétisent pas d’OSCS. Ce GAG est retrouvé chez certains mollusques et 

organismes marins et son extraction, ou sa synthèse à partir de CS est bien moins onéreuse 

que l’héparine. De plus, il existe une production d’OSCS qui est utilisée comme nutraceutique 

contre l’arthrose. Il est donc apparu clairement pour la FDA que cette contrefaçon d’héparine 

est intentionnelle et avait pour but de vendre autant (en masse) « d’UFH » (coupée à l’OSCS) 

pour un coût de production final nettement moindre (Food and Drug Administration). 

Figure 37 : Stabilités des contaminants au travers des différents procédés de préparation des LMWH. D’après 
(Liu et al. 2009). 
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Ces événements ont mis en lumière la nécessité de développer des méthodes 

d'analyse fines et systématiques des lots d'héparine destinés à la santé humaine. En effet, 

OSCS et Hp sont des molécules proches de par leur poids moléculaire,  leur charge nette, et 

leur structure. Parmi les techniques utilisées, la résonance magnétique nucléaire (RMN) peut 

être une méthode d’analyse de choix car elle est rapide et fournit des informations à la fois 

qualitative et quantitative, permettant ainsi de distinguer des lots contaminés de lots purs 

(Figure 38) (Liu et al. 2009). 

 

c) L’industrie de l’acide hyaluronique 
 

 L’industrie de l’acide hyaluronique, le GAG le plus simple de la famille, représente un 

secteur à haute valeur ajoutée car il trouve à la fois des applications dans le domaine 

pharmaceutique et en cosmétologie grâce à ses propriétés rhéologiques. Dans le domaine du 

Bien-Être, l’HA est utilisé dans les crèmes à visée antiride car il est censé restaurer/améliorer, 

en pénétrant dans la peau, les propriétés viscoélastiques du tissu perdues avec l’âge. La 

société Contipro® est l’un des fabricants leader d’HA dans le domaine de la Santé et du Bien-

Être en dominant 30% du marché mondial de l’acide hyaluronique. Le marché de ce 

viscosupplément représentera 2,5 milliards de dollars à l’horizon 2017 selon le rapport du 

Groupe de Recherche Millenium (MRG). L’HA, bien que naturellement présent chez les 

Figure 38 : Spectre RMN 1H et attribution de spectres d’héparine pur (A), 
contaminé à l’OSCS (B) et d’OSCS pur (C). a : H1 GlcNS, GlcNS6S ; b : H1 IdoA2S ; 
c : H1 IdoA ; d : H5 IdoA2S ; e : H1 GlcA ; f : H6 GlcNS6S ; g : H2 IdoA2S ; h : H6’ 
GlcNS6S ; i : H3 IdoA2S ; j : H4 IdoA2S ; k : H5 GlcNS6S ; l : H6 GlcNS ; m : H4 GlcNS6S ; 
n : H3 GlcNS, GlcNS6S ; o : H2 GlcA ; p : H2 GlcNS6S ; q : CH3 des acétyles ; r : H4 
GalNAc2S4S6S ; s : H3 GlcA2S3S ; t : H1 GlcA2S3S ; u : H1 GalNAc2S4S6S ; v : H2,4 
GlcA2S3S ; w : H6 GalNAc2S4S6S ; x : H5 GlcA2S3S ; y : H2,3,5 GalNAc2S4S6S ; z : 
CH3 des acétyles des GalNAc2S4S6S. Les pics avec des flèches rouges montrent 
des pics non-observés dans l’héparine. 
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vertébrés, est principalement extrait de bactéries Streptococcus spp. (Yamada & Kawasaki 

2005). Ces organismes synthétisent ce polymère pour s’encapsuler à l’intérieur afin d’éviter 

d’être reconnu par le système immunitaire de l’hôte (Wessels et al. 1991). L'HA bactérien est 

plus facile à produire en fermenteur et sa purification moins coûteuse qu'une extraction à 

partir de tissus animaux. 

 Les HA trouvent également d'autres applications dans le domaine de la médecine où 

ils représentent des molécules d’intérêt dans le développement de nouveaux traitements. 

Divers types d'HA de poids moléculaires différents sont utilisés : 

-Les HA de haut poids moléculaires (HMWHA pour High Molecular Weight Hyaluronic Acid) 

(supérieurs à 500kDa) : utilisés dans les chirurgies et particulièrement celle de l’œil car ils 

facilitent le processus de cicatrisation. Ils sont utilisés aussi comme support dans les 

régénérations hépatiques, et comme nous l’avons vu précédemment, pour lutter contre 

l’arthrose (en injections intra-articulaires). 

-Les HA de faible poids moléculaire (LMWHA pour Low Molecular Weight Hyaluronic Acid) (10-

500kDa), et oligosaccharides : induisant des phénomènes cellulaires différents, voire 

antagonistes au HA de haut poids moléculaire (Fuchs et al. 2013), peuvent trouver des 

applications dans les traitements anticancéreux. En effet, les LMWHA vont entrer en 

compétition avec les HMWHA pour se lier au CD44, la substitution des HMWHA par les 

LMWHA va rendre le réseau matriciel au niveau de la tumeur moins dense et les cellules 

malades vont donc être plus accessibles aux molécules thérapeutiques possiblement couplées 

aux HA (Luo & Prestwich 1999) (Misra et al. 2011). Toutefois, un effet secondaire indésiré lié 

à ce relâchement du réseau de la MEC est la favorisation de métastases en facilitant les 

migrations cellulaires (Kobayashi et al. 2002). 

Les GAG forment donc une famille de molécules représentant un intérêt déjà démontré et 

toujours croissant pour subvenir aux besoins de l’Homme dans les domaines de la Santé et du 

Bien-Être. Nous avons pu voir jusque-là quelques implications et applications biologiques dans 

divers phénomènes physiologiques et pathologiques. Celles-ci reposent majoritairement sur 

leurs interactions avec la myriade de partenaires possibles. Une connaissance structurale de 

ces GAG est donc essentielle pour comprendre ces interactions in vivo et s’en servir pour 

concevoir les médicaments de demain. Dans la partie suivante, nous passerons en revue les 

principales méthodes d’analyse structurale et dynamique utilisées jusqu’à maintenant. 

 

F. Etudes structurales des GAG 
 

Les analyses structurales des GAG ont pour but la détermination de l’enchaînement 

des unités monosaccharidiques (longueur, modifications), leur(s) conformation(s) 

tridimensionnelle(s), et leur dynamique, seuls ou lors d’interaction avec un partenaire. Ces 

études sont rendues compliquées par la nature répétitive des GAG et nécessite très 

généralement leur dépolymérisation en unités disaccharidiques ou oligosaccharidiques. De 

plus, les séquences des GAG ne sont pas codées génétiquement comme le sont les protéines, 
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ce qui rend leur amplification pour analyse impossible. En effet, la biosynthèse des GAG 

apparaît a priori comme assez aléatoire et dépendante de l’expression et de l’efficacité des 

enzymes qui les synthétisent. Leur expression est pourtant finement régulée et elles 

possèdent des motifs de reconnaissance précis pour leurs partenaires. Ces motifs, parfois 

rares, ont pourtant une activité biologique essentielle, ce qui rend la caractérisation des 

chaînes primordiale. Au final, les cellules expriment et sécrètent des GAG fortement 

hétérogènes et potentiellement riches en information, plus que l’ADN/ARN et les protéines. 

C’est d’autant plus vrai pour les HS dont le motif disaccharidique peut être modifié de 48 

manières différentes. 

 

1. Détermination de la structure primaire des GAG 
 

a) La dépolymérisation des HS 
 

Comme nous l’avons vu précédemment, deux méthodes de dépolymérisations sont 

principalement utilisées en laboratoire : 

(1) La dépolymérisation chimique 
 

 Principalement effectué en présence d’acide nitreux, la dépolymérisation chimique 

permet de cliver la liaison osidique des GlcNS côté réducteur des HS. Cette dégradation se fait 

à pH acide et est indépendante des autres modifications de la chaîne, seule la présence de 

groupements N-acétyles empêche la réaction. Suite à cette dépolymérisation, la glucosamine 

est désaminée et forme un anhydromannose (Shively & Conrad 1976). Pour pouvoir 

dépolymériser les domaines NA en disaccharides, une hydrazinolyse doit être réalisée au 

préalable car elle permet d’enlever les groupements acétyles. Les différents produits issus de 

la dépolymérisation précédente sont séparés et caractérisés par chromatographie que nous 

verrons par la suite (Bienkowski & Conrad 1985). 

 

(2) La dépolymérisation enzymatique 
 

 Suite à la découverte et au clonage d’enzymes bactériennes de dégradation des HS/Hp, 

leur utilisation est vite devenue un outil essentiel pour l’analyse des HS. Trois enzymes 

majeures ont été découvertes chez F. heparinum  (maintenant Pedobacter heparinus) 

nommées héparinases (ou héparitinases) I, II et III (Hep I-III). Les héparinases sont des 

lyases/éliminases qui clivent les liaisons osidiques entre les glucosamines et les acides 

uroniques en laissant une 4,5 insaturation sur l’acide uronique. Cette insaturation est 

fondamentale pour la purification des oligosaccharides par chromatographie car elle absorbe 

spécifiquement à une longueur d’onde de 232nm. Par contre, la formation de la double liaison 

en 4-5 se fait aux dépens de l’information d’épimérisation (Linker & Sampson 1960). 
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 Chaque héparinase (Hep) a un spectre de dégradation relativement spécifique. 

L’héparinase I (ou héparitinase III) dégrade les liaisons osidiques entre les GlcNS et les IdoA2S, 

donc dans les domaines NS. A l’inverse, l’héparinase III (ou héparitinase I) coupe les liaisons 

entre glucosamines (N-Ac ou NS) et acides glucuroniques, donc au niveau des régions N-

acétylées et intermédiaires NS/NA. L’héparinase II quant à elle a un spectre de digestion plus 

large, possédant 2 sites catalytiques distincts ressemblant aux sites Hep I et Hep III, lui 

permettant de couper les chaines d’HS/Hp de façon aspécifique  (Figure 39). Ainsi, des 

oligosaccharides appartenant spécifiquement aux domaines NS ou NA vont pouvoir être 

générés et purifiés, et servir par la suite à des analyses d’interactions et/ou caractérisation. 

Une digestion complète de la chaine d’HS/Hp en combinant les trois héparinases va permettre 

d’aboutir à une somme de disaccharides qui constituaient les chaines. Leur analyse ensuite 

par chromatographie par exemple permet de retrouver leur profil de modification et longueur 

(la technique est appelée analyse disaccharidique).  

 Des enzymes bactériennes spécifiques des CS/DS existent également et sont issues de 

P. heparinus pour les chondroïtinases AC I et B (dégradant les CS-A, CS-C et CS-B ou DS). 

Arthrobacter aurescens exprime les chondroïtinases AC II, quant à Proteus vulgaris, cette 

bactérie produit une chondroïtinase à spectre de digestion très large dite ABC qui dégrade les 

CS-A, CS-C et DS. Pseudomonas sp et Bacillus sp sont également capables de produire des 

enzymes de dégradation spécifiques des KS I et II. Les hyaluronidases utilisées in vitro 

proviennent principalement de Staphylococcus aureus et Streptococcus pyogenes. 

 

b) Etudes par électrophorèse 
 

(1) Etudes par électrophorèse capillaire (CE) 
 

 La CE est une technique d’électrophorèse qui va permettre de séparer les espèces 

chimiques selon leur rapport charge/taille au sein d’un petit tube appelé capillaire contenant 

une solution d’électrolyte et placé dans un courant électrique  (Figure 40). Cette technique est 

utilisée pour la séparation d’oligosaccharides et disaccharides issus de GAG (Desai et al. 1993) 

et permet de rester en solution. De très faibles quantités d’échantillon de l’ordre du 

femtomole (10-15mole ou fmole) voire de l’attomole (10-18mole) dans les techniques CE hautes 

performances (Karamanos et al. 1996), peuvent être détectées. C’est une technique rapide 

Figure 39 : Différentes spécificités de reconnaissance et de clivage au niveau des 
HS par les héparinases I, II et III de P.heparinus. 
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(séparation en moins d’une heure) et résolutive qui permet de quantifier et distinguer les 

différentes espèces disaccharidiques, même les plus mineures au sein d’une solution 

hétérogène. Toutefois, plus la chaine de GAG est longue, plus elle va être difficile à séparer 

car elle va co-migrer avec d’autres oligosaccharides. La résolution de la technique est limitée 

et est généralement utilisée pour des tailles inférieures ou égales à l’octasaccharide (Liu et al. 

2002). 

 

(2) Etudes par FACE (Fluorescence-Assisted Carbohydrate 
Electrophoresis) 

 

 Cette technique repose sur la digestion extensive des polysaccharides en disaccharides 

et à l’utilisation d'un fluorophore (le 2-aminoacridone ou AMAC) qui se lie covalemment à 

l'extrémité réductrice de ceux-ci. Les différentes espèces disaccharidiques sont séparées par 

électrophorèse sur gel de polyacrylamide. Les différents disaccharides sont révélés par leur 

fluorescence et la quantité de celle-ci est reliée à la quantité en disaccharide. Cette technique 

présente l'avantage d'être indépendante de la sulfatation des différentes espèces 

disaccharidiques (applicable pour tout type de GAG donc) et peut détecter une quantité de 

l'ordre du picomole (Calabro et al. 2001). 

 

c) Etudes par chromatographie 
 

 Les analyses chromatographiques des GAG, et principalement des HS reposent 

majoritairement sur une séparation fine des espèces par chromatographie liquide haute-

performance (HPLC) à travers une colonne échangeuse d'anion (SAX)  (Figure 41). Les 

différents oligosaccharides formés par digestion enzymatique (disaccharides, 

tétrasaccharides, …) sont élués en fonction de leur force d’interaction électrostatique avec la 

phase par différentes concentrations salines et sont détectés en sortie grâce à l’absorption de 

l’insaturation du Δ4,5-uronate à 232nm. D’autres techniques peuvent être utilisées comme le 

marquage radioactif des oligosaccharides au niveau de leur extrémité réductrice par réduction 

au tétrahydruroborate de sodium (ou borohydrure de sodium) tritié ([3H]-NaBH4) et comptage 

Figure 40 : Schéma d’un appareillage d’électrophorèse capillaire. 
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de la radioactivité en sortie de colonne ; et plus récemment par couplage des oligosaccharides 

avec un chromophore détecté ensuite par spectrométrie UV-visible (Skidmore et al. 2010).  

 Le couplage de digestions enzymatiques et/ou chimiques aux séparations 

chromatographiques successives permettent d’aboutir à la séquence de l’oligosaccharide de 

départ (Pye et al. 1998) (Vivès et al. 1999). Cela permet également de créer des banques 

d’oligosaccharides de motifs et longueurs variés. L’utilisation de ces banques dans 

l’interaction avec un partenaire protéique permet de mettre en évidence les séquences 

oligosaccharidiques les plus affines et les motifs critiques pour les interactions. Par exemple, 

l’utilisation d’une banque de dp6-dp12 issue d’HS a mis en évidence le rôle de la taille et de la 

composition des oligosaccharides. Cela a également montré le rôle critique d’un groupement 

6-O-sulfate qui permet de promouvoir l’activité mitogénique du FGF-2 lors d’interaction avec 

son récepteur (Pye et al. 1998). Dans ce cas, la longueur de l'oligosaccharide peut aussi jouer 

un rôle dans l'interaction et l'activation. Enfin, toutes ces caractéristiques sont également 

capables de moduler la réponse du FGFR avec ses différentes protéines partenaires (Pye et al. 

2000).  

 L'analyse disaccharidique, quant à elle, permet d'analyser et quantifier les 

modifications (épimérisation et sulfatations) générales des GAG d'un tissu, d'un type 

cellulaire, ou d'un pôle cellulaire par intégration des différents pics correspondant aux 

disaccharides. Salmivirta et collaborateurs ont analysé la composition générale des HS au 

niveau des deux pôles (apical et basolatéral) sur des cellules épithéliales non-différenciées et 

différenciées issues de la même lignée cellulaire. Ils ont ainsi pu caractériser l'évolution de la 

structure des HS des cellules Caco-2 (issues de carcinome de colon humain) au cours de leur 

différenciation. Aucune différence structurale générale n'a été observée entre les deux pôles 

cellulaires. De même, les domaines N-acetylés ne sont pas différents entre cellules non-

différenciées et différenciées. Par contre, les régions N-sulfatées présentent des variations 

significatives entre cellules non-différenciées et différenciées. L'épimérisation ainsi que la 2-

O-sulfatation sont plus importantes lors de la différenciation, alors que la 6-O-sulfatation 

Figure 41 : Schéma d’un appareillage de chromatographie en phase liquide 
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diminue et que la N-sulfatation semble stable (Salmivirta et al. 1998). Toutefois, ce type 

d'analyse requiert une dépolymérisation complète par digestion enzymatique – qui fait perdre 

l'information d'épimérisation – ou une dégradation chimique qui ne renseigne pas sur la N-

sulfatation de la glucosamine. L'une des limitations de la technique est aussi la perte de 

l'information de séquence des disaccharides au sein des domaines. 

 La longueur moyenne des chaines peut également être déterminée par 

chromatographie, soit par gel filtration via la masse molaire relative (Mr) (Trescony et al. 

1989), soit par intégration de l'aire des pics correspondant aux disaccharides comparée à celle 

du tétrasaccharide linker insensible aux digestions enzymatiques citées précédemment. 

 

d) Etudes par spectrométrie de masse (MS) 
 

 La spectrométrie de masse (MS) est une technique qui permet de mesurer précisément 

les masses moléculaires. Cette technique nécessite l’ionisation des molécules qui vont ensuite 

passer à travers un séparateur – généralement un quadripôle ou un temps de vol – avant 

détection. En fonction de leur rapport m/z (où m est la masse et z leur charge) les espèces 

ionisées vont arriver au détecteur (Figure 42). La mesure de ce rapport permet de remonter à 

la masse moléculaire de ces espèces. Appliquée aux oligosaccharides, la mesure de la masse 

par MS permet de déterminer la longueur ainsi que la composition globale en sulfates et 

acétyles d’une chaine de GAG. Toutefois, la MS est une technique destructive qui altère la 

structure de la chaine lors de l’ionisation, notamment au niveau des groupements sulfates. 

Afin de conserver l’intégrité de l’oligomère, des techniques ont été élaborées où la sulfatation 

des GAG est protégée par un peptide de masse connue riche en résidus basiques (Rhomberg 

et al. 1998). Cette technique permet de déterminer la masse de l’oligosaccharide jusqu’à une 

composition tétradécasaccharidique.  

 La MS peut également être couplée à une technique de purification (HPLC, CE…) pour 

la détermination de la séquence d’un oligosaccharide inconnu. Comme pour la détermination 

de séquence par chromatographie, la digestion préalable chimique ou enzymatique des 

oligosaccharides en disaccharides est nécessaire afin de distinguer différents isomères et leur 

localisation au sein de l’oligosaccharide (Venkataraman 1999). Parmi les techniques de MS, 

une technique d’un très grand intérêt pour les séquençages d’oligosaccharides est la 

Figure 42 : Schéma d’un appareillage de spectrométrie de masse 
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spectrométrie de masse en tandem (ou MS-MS). Après passage par un premier secteur de 

séparation, les molécules (ou fragments ionisés), d’un ratio m/z unique, sont refragmentées 

dans une chambre dite de collision puis séparées une nouvelle fois avant détection dans un 

deuxième secteur de séparation (quadripôle, temps de vol…). Dans le cas des CS, cette 

méthode a permis de déterminer la position de sulfatations au niveau de la galactosamine et 

l’épimérisation de l’acide uronique selon les différentes probabilités de former tels ou tels 

fragments (Lamb et al. 1992) (Zaia et al. 2003). Les différentes techniques de MS bien que 

destructives requièrent très peu de matériel (à partir d’une centaine de fmoles) et permettent 

de donner des informations de masse d’une grande précision (jusqu’au dixième de Dalton) 

ainsi que sur la forme isomérique. La détermination de séquence d’oligosaccharides est 

également possible, ce qui permet de s’affranchir de la radioactivité, technique coûteuse et 

dont la lourde réglementation peut être un frein à son utilisation. 

 

Nous avons pu voir les principales techniques de détermination de composition et de 

séquence de fragments de GAG. Ces méthodes d’analyse et de séparation des différentes 

espèces permettent d’étudier leurs caractéristiques conformationnelles et d’interaction ainsi 

que leur dynamique au sein d’échantillons homogènes purifiés et caractérisés. 

 

2. Analyses dynamiques et tridimensionnelles des GAG 
 

Dans cette partie, nous allons voir les différentes techniques d’analyse des propriétés 

des GAG et de leur conformation spatiale. 

 

a) Etudes par microscopie 
 

 La microscopie est une technique peu utilisée dans le domaine de la structure des GAG 

car elle ne permet pas d'atteindre une résolution 

à l'échelle atomique. Cependant, les techniques 

de microscopie photonique et électronique sont 

utilisées pour la localisation des GAG et plus 

généralement des PG au sein d’un tissu ou d’une 

surface cellulaire afin d’étudier leur organisation 

au niveau des MEC et/ou du glycocalyx (Ripellino 

et al. 1988) (Figure 43). Des techniques plus 

récentes de microscopie à force atomique (AFM) 

ont permis toutefois de visualiser in vitro la forme 

de l’aggrécan ainsi que la disposition et la 

longueur des chaines de CS qui y sont attachées, 

à deux stades de développement différents (Ng et 

al. 2003) (Figure 44).  

Figure 43 : Cliché d’une coupe transversale de 
cellule. Le glycocalyx est marqué au rouge de 
ruthénium. D’après Glauert & Cook dans 
Molecular Biology of the Cell, 4th Edition. 
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b) Etudes par diffraction aux rayons X 
 

 Les premières études par diffraction aux rayons X ont été réalisées dans les années 

1970 sur des GAG sous forme de fibres oligosaccharidiques. Les clichés suggèrent une forme 

hélicoïdale des GAG observés dans ces conditions expérimentales avec des pas d’hélice variant 

selon le GAG et les cations présents dans la structure (Nieduszynski & Atkins 1973) (Atkins & 

Laurent 1973) (Atkins et al. 1974) (Winter & Arnott 1977) (Winter et al. 1978) (Cael et al. 1978) 

(Figure 45). Ces structures en hélice présentent 

une conformation plutôt étendue, stabilisée par 

les répulsions électrostatiques et des liaisons 

hydrogènes intramoléculaires (Winter et al. 1978). 

Cela permet d’avoir une vision structurale au sein 

des GAG, et notamment au niveau de la 

conformation des cycles osidiques et des liaisons 

entre eux. Dans le cas des Hp/HS et DS, différentes 

conformations thermodynamiquement possibles 

de l'acide uronique ont été proposées pour rendre 

compte des résultats des études de diffraction. Il 

faudra attendre d’autres études réalisées par 

d’autres méthodes d’analyse comme la RMN pour 

déterminer plus précisément les différents 

conformères de l’acide iduronique en solution 

(Casu et al. 1986). Ces études de diffraction ont permis de déterminer des angles de torsion 

Φ et Ψ (IUPAC-IUB Joint Commission on Biochemical Nomencalture 1983) préférentiels que 

peuvent adopter les différentes liaisons des différents résidus saccharidiques (Figure 46). Cela 

permet de pouvoir comparer les différentes analyses structurales entre elles. Ces données 

Figure 44 : Image de microscopie à force atomique d’un 
aggrécan issu d’épiphyse fœtale. D’après (Ng et al. 2003). 

Figure 45 : Premier cliché de diffraction de 
fibres d’héparine sodique. D’après 
(Nieduszynski & Atkins 1973). 
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empiriques ont servi pour les études de modélisation des GAG comme de dynamique 

moléculaire (Bathe et al. 2005).  

 Les premières structures de GAG à une résolution atomique ont été obtenues à partir 

de cristaux d’oligosaccharides complexés à un partenaire protéique (Faham et al. 1996). Les 

GAG, même à partir de solutions homogènes, possèdent une flexibilité intrinsèque qui ne 

permet pas un arrangement cristallin. En revanche, lorsqu’un oligosaccharide est en 

interaction forte avec une protéine, celle-ci bloque ce fragment dans une conformation rigide, 

et il est possible de cristalliser le complexe ainsi formé. L'un des premiers composés dont la 

structure tridimensionnelle a pu être ainsi obtenue est l'ATIII en interaction avec un 

pentasaccharide synthétique d’héparine (Jin et al. 1997). Les résultats de diffraction 

permettent de reconstruire la structure à une résolution de 2,9Å (0,29nm). Cela a permis de 

caractériser le mode 

d’interaction de la séquence 

d’héparine, en particulier les 

groupements critiques pour 

la liaison ainsi que la 

conformation 2S0 de 

l’IdoA,2S (code PDB : 1AZX) 

(Figure 47). Les études 

cristallographiques réalisées 

actuellement portent 

majoritairement sur des 

complexes de fragments 

saccharidiques avec des 

enzymes de dégradation, 

souvent bactériennes. Ces 

études ont trait à la 

spécificité des enzymes ainsi 

que leur mode de catalyse 

Figure 46 : Nomenclature des angles Φ et Ψ des unités saccharidiques de 
GAG. Exemple d’un C4S. 

Figure 47 : Structure d’interaction d’un pentasaccharide d’héparine avec 
l’antithrombine-III. D’après (Jin et al. 1997). 
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envers des séquences de GAG particulières ou plus larges (Michel et al. 2004) (Shaya et al. 

2010).  

 

c) Etudes par diffusion des rayons X aux petits angles (SAXS) 
 

 La technique de SAXS permet la détermination de propriétés structurales globales 

comme la longueur maximale d’un oligosaccharide ainsi que son arrangement dans l’espace. 

Les études par SAXS des HS et Hp ont été réalisées sur des fragments oligosaccharidiques 

allant de l’hexasaccharide (degré de polymérisation 6 ou dp6) au dp24 (pour les HS) ou dp36 

(pour l’Hp). L’analyse par SAXS permet de déterminer la forme de la molécule ainsi que le 

rayon de giration (RG) de la molécule analysée qui est en fait la taille globale de celle-ci. Un 

facteur prenant en compte le degré de courbure de la molécule noté RXS (pour radius of cross-

section) est également extrait de l’analyse SAXS. Les résultats de ces études pour l’héparine 

montrent que le degré de courbure (RXS) est d'autant plus important que le polymère est long. 

Cela signifie qu'il se courbe, et adopte une conformation spatiale non-linéaire. Ce facteur, 

combiné au RG permet de déterminer plus précisément la longueur maximale de 

l’oligosaccharide. Pour un dp24 d'héparine par exemple, la longueur théorique (Lth) maximale 

est de 11,1nm alors que la longueur expérimentale (Lexp) déterminée est de 9,2nm  (Figure 48) 

avec un RG et RXS de 2,7 et 0,5nm respectivement (Khan et al. 2010). 

Dans le cas des HS, les valeurs obtenues expérimentalement pour un dp24 sont les 

suivantes : RG=3nm ; RXS=0.65nm ; Lth=11nm ; Lexp=8.5-9nm. Cela indique que la structure des 

HS est plus courbée que celle de l’héparine (Figure 49) (Khan et al. 2013). Ces derniers résultats 

montrent une plus grande flexibilité des HS comparés à l’héparine. Cette flexibilité observée 

en solution viendrait des différents angles de torsion Φ et Ψ que peuvent adopter les HS 

comparés à l’Hp, ce qui n’est pas observé à l’état cristallin. Cette apparente flexibilité 

permettrait aux HS d'interagir plus facilement avec les protéines in vivo du fait des multiples 

orientations que peuvent adopter leurs chaines.   

Figure 48 : Courbes d’ajustement de modèles obtenus par diffusion aux rayons-X dans le cas du modèle 
avec un bon ajustement (rouge) et un mauvais ajustement (vert) du modèle dp24 d’Hp. D’après (Khan 
et al. 2010). 
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d) Etudes de la dynamique moléculaire (MD) 
 

 La dynamique moléculaire est une technique computationnelle qui permet de simuler 

au cours du temps le comportement d'une molécule évoluant selon les lois physiques 

(appelées champs de force) imposées par l'expérimentateur. D’autres contraintes sont 

également déterminées empiriquement à partir des données expérimentales existantes 

obtenues par des techniques d'analyse spectroscopique, de diffraction etc. 

 Concernant les GAG, les études de dynamique moléculaire ont été focalisées 

principalement sur des oligosaccharides de taille limitée. De nos jours avec l’amélioration des 

systèmes d’analyse, ces études sont réalisées sur de plus gros fragments atteignant des degrés 

de polymérisation de 36 monosaccharides (ou dp36) pour l’Hp (Khan et al. 2010), dp24 pour 

les HS (Khan et al. 2013), et dp50 pour l’HA (Almond et al. 2006). Les informations d'entrée 

proviennent des techniques citées précédemment ainsi que de diffusion aux neutrons (Jasnin 

et al. 2010) et majoritairement des données obtenues par résonance magnétique nucléaire 

(RMN) (Mulloy et al. 1993) (Mulloy & Forster 2000). Ces informations sont intégrées à un 

champ de force qui prend également en compte les encombrements stériques, les influences 

électrostatiques, les angles de torsion, les conformations possibles des cycles osidiques, de 

l’environnement moléculaire (eau, vide…) etc. Les champs de force les plus utilisés sont 

CHARMM (Chemistry at HARvard Macromolecular Mechanics) (Brooks et al. 2009), AMBER 

Figure 49 : Courbes d’ajustement de modèles obtenus 
par diffusion aux rayons-X dans le cas du modèle avec 
un bon ajustement (rouge et violet) et un mauvais 
ajustement (vert) du modèle dp24 d’HS. D’après (Khan 
et al. 2013). 
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(Assisted Model Building with Energy Refinement) (Homans 1990), MM2/MM2CARB 

(Molecular Mechanics 2/for CARBohydrate) (Tvaroška & Pérez 1986). D’autres champs de 

force ont été adaptés à partir de ceux existants pour les protéines ou nucléotides ou bien créés 

exclusivement pour les hydrates de carbone (Imberty & Pérez 2000) du fait de l’intérêt 

croissant qu’ils représentent et de leurs structures particulières. Brièvement, un calcul MD 

permet la génération d'un grand nombre de structures qui sont ensuite triées en fonction de 

leur énergie conformationnelle, les structures de plus basse énergie étant les plus stables. 

L'analyse de ces structures permet de caractériser des conformations spatiales communes 

et/ou divergentes. Des différences ont ainsi pu être mises en évidence entre les HS et les Hp, 

les HS pouvant adopter des formes étendues ou courbées alors que les Hp, étant plus rigides, 

ont une forme principalement étendue in vitro (Figures 48, 49). 

 Les analyses de dynamique moléculaire s’intéressent également de plus en plus aux 

interactions oligosaccharide-protéine(s). Ces analyses peuvent apporter des informations 

structurales lorsque les études de ces complexes par voie expérimentale ne sont pas 

disponibles. Différentes interaction HS/Hp-chimiokines ont été étudiées au laboratoire afin de 

déterminer le mode de liaison de ces GAG à leur partenaire. A l’aide de programmes 

déterminant les aires électropositives (comme MOLCAD, GRID) susceptibles d’être en 

interaction avec les oligosaccharides sulfatés, Lortat et al. ont pu déterminer des résidus 

basiques des protéines jouant un rôle important dans la liaison avec des GAG ainsi que 

l’orientation de ces derniers. Différents modes d’interaction ont pu être proposés selon la 

famille de la chimiokine concernée (basée sur la conservation de cystéines proches au sein de 

la séquence primaire de la protéine : CC, CXC, CX2C, CX3C) (Lortat-Jacob et al. 2002). D’autres 

interactions ont également été caractérisées par la suite (Ricard-Blum et al. 2004) (Sapay et 

al. 2011) (Laguri et al. 2011) (pour plus d’exemples voir la revue (Imberty et al. 2007)). 

 Les analyses des GAG par dynamique moléculaire grâce aux données obtenues par 

différentes méthodes structurales permettent d’appréhender les GAG et leur comportement, 

seuls ou lors d’interaction avec un partenaire protéique. Ces dernières analyses permettent 

de déterminer simplement les résidus d’interaction importants ou nécessaires et peuvent être 

confirmées par mutagenèse dirigée (Ricard-Blum et al. 2004). Des techniques 

supplémentaires d’amarrage moléculaire (de l’anglais molecular docking) permettent de 

modéliser des structures d’interaction lorsque celles-ci sont difficiles à réaliser avec les 

techniques actuelles et leurs limitations (taille pour la RMN, cristallogenèse et flexibilité pour 

leur diffraction aux rayons-X…). 

 

3. La RMN, une technique de choix 
 

a) Principes de la RMN 
 

Ce travail n'ayant pas nécessité de développement de méthodes spectroscopiques 

pour sa réalisation, des rappels succincts des principes de la résonance magnétique nucléaire 

seront fait dans cette partie. 
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  Certains noyaux atomiques, en particulier les noyaux d’hydrogène (abrégé en 1H ou 

proton), de l’isotope 13 du carbone (noté 13C) et de l’isotope 15 de l’azote (15N) pour les 

noyaux les plus utilisés en biologie structurale, possèdent une propriété quantique appelée 

spin nucléaire dont l'image la plus simple est celle d'un petit aimant. Ces noyaux sont 

caractérisés par un spin nucléaire (I) et un rapport gyromagnétique (γ) non nul qui est propre 

à chaque type de noyau. Placés dans un champ magnétique, ils vont avoir tendance à 

s’orienter suivant celui-ci (selon un axe arbitraire z d’un repère orthogonal) parallèlement ou 

antiparallèlement (Figure 50). Lorsqu’une impulsion de radiofréquence (RF) est appliquée au 

système et que celle-ci a la même énergie que l'énergie séparant les états parallèles et 

antiparallèles (la séparation en énergie étant proportionnelle au rapport gyromagnétique et 

au champ), les spins vont transiter entre les deux états ce qui est le  phénomène de résonance. 

En fait, cette description quantique s'applique aisément lorsque l'on considère des spins isolés 

mais elle devient difficile à mettre en œuvre pour une population de spins et il est utilisé une 

description en aimantation globale suivant les équations classiques de Bloch.  

 Dans cette description, les spins ont des orientations aléatoires en l'absence de champ 

mais s'alignent, lorsqu’ils sont placés dans un champ magnétique intense (B0), dans la 

direction du champ en tournant autour de lui avec une fréquence de rotation dépendant en 

première approximation du champ et du rapport gyromagnétique. L'application de ce champ 

crée une différence de population entre les états excités et fondamentaux ce qui se traduit 

par l'apparition d'une aimantation globale non nulle. Lorsqu’une radiofréquence (RF) est 

Figure 50 : Représentation de spins nucléaires en fonction de la force du champ 
magnétique dans lequel ils sont placés. 

Figure 51 : Représentation d’une aimantation après une 
impulsion radiofréquence 
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appliquée au système et que celui-ci a la même fréquence que la fréquence de rotation des 

spins, l'aimantation de ces spins dévie de son axe selon un certain angle qui dépend de la 

durée (τ) de l’impulsion RF  (Figure 51). Suite à l’extinction du signal RF, le système va revenir 

à l'équilibre et va réémettre lors de ce retour un signal de radiofréquence qui pourra alors être 

détecté par une bobine du spectromètre  (Figure 52). En fait, chaque spin est dans un 

environnement chimique qui lui est propre et qui crée autour de lui un petit champ local 

caractéristique. Les fréquences de précession des différents spins ne sont donc pas identiques. 

Leur excitation est faite, dans les techniques RMN utilisées maintenant, par une impulsion de 

courte durée et de forte puissance qui affecte l'ensemble des spins d'un même type (1H, 13C 

ou 15N par exemple) et le signal détecté ou FID (pour Free Induction Decay) est donc composé 

d'une somme de signaux d'amplitudes et de fréquences différentes. La déconvolution de ce 

signal par Transformée de Fourier (FT) permet de séparer les différentes fréquences qui le 

composent et donc de différencier les signaux correspondant aux différents noyaux (Figure 

53).  

 L'analyse de ces signaux permet d'obtenir une mesure des observables du système : 

intensité, déplacements chimiques, couplages scalaires, couplages dipolaires et relaxation 

dont de brefs rappels des origines physiques vont être faits ainsi que des informations qu'il 

est possible d'en obtenir.  

 L’intensité du signal de RMN dépend de l’aimantation nette induite par le champ 

magnétique. Cette aimantation reste faible malgré les champs appliqués qui peuvent 

atteindre jusqu'à 20 Teslas – la différence de population entre états fondamentaux et excités 

étant de l'ordre du 1/10000. C’est pourquoi la RMN est une technique peu sensible, et elle 

Figure 52 : Schéma de la relaxation de spin au cours du temps. 

Figure 53 : Transformée de Fourier d’un signal FID d’un (haut), deux (milieu) 
ou plusieurs (bas) spins de noyaux chimiquement non-équivalents. 
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nécessite une quantité importante de matériel – en solution des concentrations de l'ordre de 

100 micromolaires à plusieurs millimolaires. Afin d'améliorer le rapport signal/bruit, il est 

possible d’augmenter le nombre d’itération de l’expérience RMN comme d'utiliser des sondes 

opérant à très basse température pour réduire le bruit thermique. Enfin, pour l’hydrogène, la 

proportion de l'isotope 1H observable est de 99,99%. Cela n'est pas le cas pour tous les atomes 

et l'isotope observable par RMN n'est pas forcément le plus abondant. Par exemple, pour les 

deux isotopes les plus fréquemment employés en biologie structurale, le 13C et 15N, 

l'abondance naturelle est de 1,1% et 0,36% respectivement (Figure 54). Il est donc nécessaire 

pour accroître la sensibilité d'enrichir les échantillons en ces isotopes de façon globale ou 

spécifique en fonction des informations souhaitées.  

 Le déplacement chimique (delta). Chaque noyau est sous l'effet du champ magnétique 

intense B0 mais également d'un champ local induit par l'environnement électronique (ou 

chimique). Ce dernier est généralement différent pour deux noyaux en dehors de centres de 

symétrie. Les fréquences de résonance des différents noyaux constituent les déplacements 

chimiques et sont donc dépendants du champ local et de B0. Afin de pouvoir comparer 

plusieurs échantillons étudiés dans des spectromètres de champs différents, les fréquences 

observées sont comparées à une fréquence de de résonance connue (νref) par rapport à la 

fréquence de travail (ν0 ou νtravail). La valeur est exprimée en parties par millions (ppm) et est 

indépendante de l'intensité du champ magnétique du spectromètre. 

Le couplage scalaire en RMN est l’interaction entre spins nucléaires via les liaisons 

chimiques. Ce couplage provoque un éclatement du signal RMN, c’est-à-dire une multiplicité 

des pics observés. Cet éclatement du signal dû à l’interaction d’un (ou plusieurs) voisin est 

riche en informations. En plus de renseigner sur le nombre de spins qui sont couplés au noyau 

considéré, la valeur (en Hz) de cet écart des signaux, appelée constante de couplage et noté 
nJij (où i et j sont les noyaux considérés et n le nombre de liaisons chimiques séparant les deux 

noyaux), contient des informations angulaires (Haasnoot et al. 1980) et donc structurales. En 

biologie structurale, les techniques de découplage sont généralement utilisées afin d’éviter 

cette augmentation du nombre de pics, et donc de simplifier l’analyse spectrale.  

 Le couplage dipolaire, contrairement au couplage scalaire, est l'interaction entre spins 

à travers l’espace. Ces couplages sont moyennés à zéro en solution à cause des mouvements 

Figure 54 : Tableau regroupant les principaux isotopes 
observables par RMN, leur nombre de spin, leur rapport 
gyromagnétique ainsi que leur abondance naturelle. 
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moléculaires et donc ne se traduisent pas par un effet directement observable sur les spectres. 

Ils sont toutefois responsables de transferts de polarisation d’un spin à un autre dont  

l'intensité dépend de la distance entre ces spins. Cet effet a une grande importance dans les 

études structurales puisqu'il permet de déterminer les atomes proches voisins dans l'espace. 

En particulier, des expériences de type NOESY (Nuclear Overhauser Effect SpectroscopY) 

permettent  d'obtenir ces informations de distance 

qui peuvent être calculées à partir de l'intensité des 

signaux grâce à la formule Figure 55 (Wüthrich 

1986). Cependant le signal obtenu permet d’obtenir 

une information de la distance moyenne entre les 

deux spins, la molécule n’étant pas rigide, l’espace 

entre les spins peut varier en fonction des 

mouvements moléculaires. Malgré cette ambiguïté, 

des informations de fortes, moyennes, ou faibles 

interactions peuvent être déterminées et être 

utilisées pour les calculs de structures tridimensionnelles de la molécule et de dynamique 

moléculaire.  

 Le temps de corrélation (τC) est enfin, un autre paramètre moléculaire à prendre en 

compte dans le cas de la RMN en solution. Il représente le temps moyen pour une molécule 

de faire une rotation d’un radian. Ce τC est dépendant de la taille de la molécule, de la 

température et de la viscosité du milieu. Plus l’objet considéré a une taille importante et plus 

le milieu est visqueux, plus long sera le τC  (Figure 56). Plus le temps de corrélation est long, 

plus le temps de relaxation transversale (appelé T2) est court. Or, le T2 est relié à la largeur du 

signal du noyau considéré, et la largeur du pic à mi-hauteur est égale à  1 𝜋𝑇2
⁄  (Figure 57). En 

résumé, plus la molécule est de taille importante, plus sa rotation d’un radian va être longue 

Figure 55 : Facteurs proportionnels à 
l’intensité de signaux nOe. r6 : distance entre 
deux noyaux. τC : temps de corrélation. 

Figure 56 : Evolution des temps de relaxation T1 et T2 en fonction 
du temps de corrélation (τC) et de l’intensité du champ magnétique. 
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(τC important) donc plus le temps de relaxation transversale va être court, donc plus les 

signaux seront larges.  L'élargissement des signaux peut être tel pour les grosses molécules 

que les signaux se confondent entre eux ou avec le bruit de fond, et deviennent indétectables. 

La RMN est donc limitée pour l'étude des objets de grandes tailles (supérieurs à environ 

40kDa) sans des techniques de marquage spécifiques. Une façon d'améliorer la 

qualité/résolution des spectres est donc de travailler à une température la plus haute possible 

mais restant compatible avec l’échantillon et le matériel (afin d’augmenter l’agitation 

thermique et de réduire le τC).  

Les temps de relaxation, en RMN, sont le retour des spins d’un état excité à un état 

d’équilibre. Deux types de relaxations sont considérés : 

 * La relaxation longitudinale T1. C’est le temps que mettent les spins excités à 

revenir selon l’axe z parallèle au champ B0. Elle correspond au retour de l’aimantation 

maximale du système et définit le temps d'attente nécessaire entre deux séquences 

impulsionnelles (Figure 58).  

Figure 57 : Effets du temps de relaxation transversal T2 sur le signal FID brut (milieu) et 
après transformée de Fourier (bas). La valeur de la largeur à mi-hauteur (full width at 
half maximum, FWHM) est dépendante du T2 (haut). 

Figure 58 : Equation de détermination de l’aimantation 
selon l’axe z au temps « t » Mz(t) en fonction de 
l’aimantation initiale M0 et du temps de relaxation 
longitudinale T1. 
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 * La relaxation transversale T2. C’est le temps de disparition par défocalisation 

de l’aimantation selon l’axe xy perpendiculaire à B0. C’est cette relaxation qui limite la 

détection du signal RMN et qui est dépendante du τC (Figure 59). 

 Les mécanismes de relaxation sont reliés aux mouvements internes de la molécule 

mais également aux mouvements globaux de celle-ci en solution (et donc au τC). C’est 

pourquoi les temps de relaxation (T1 et T2) ou vitesses de relaxation (R1 et R2, respectivement 

l’inverse de T1 et T2) sont utilisés pour observer la dynamique des différents résidus et le 

comportement de la molécule en solution. 

 

b) Etudes de la structure et de la dynamique des GAG par RMN en 
solution 

 

 Les glycosaminoglycanes sont des molécules extrêmement solubles et donc leurs 

études se sont faites très majoritairement en solution. Les principales caractéristiques 

saccharidiques (composition, longueur), conformationnelles et spatiales des oligosaccharides 

ainsi que leur dynamique ont été déterminés à partir des différentes observables citées 

précédemment. 

-Analyse des déplacements chimiques : l’attribution des signaux des spectres RMN de 

GAG a débuté par l’analyse de disaccharides et oligosaccharides connus. Des méthodes en 

amont ont été utilisées pour digérer, purifier et caractériser les différentes unités 

disaccharidiques. Celles-ci ont ensuite été analysées par RMN monodimensionnelle (1H et 13C) 

dans un premier temps (Huckerby & Nieduszynski 1982) (Casu et al. 1981) et l’attribution a 

été réalisée grâce à des techniques de découplages nucléaires et des différents déplacements 

chimiques de composés soumis à des digestions enzymatiques ou dégradations chimiques 

spécifiques (Yates et al. 1996). Une grande quantité de déplacements chimiques des noyaux 

de fragments saccharidiques a été déterminée depuis pour les HS, Hp et structures analogues, 

CS/DS, KS et HA (pour revue voir (Pomin 2013) (Figure 60). 

Figure 59 : Equation de détermination de 
l’aimantation selon l’axe x,y au temps « t » Mx,y(t) 
en fonction de l’aimantation initiale M0 et du 
temps de relaxation transversale T2. 
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-Intégration de l’intensité des signaux observés : l'intégration des intensités des pics 

obtenus par RMN du proton, directement corrélées à la quantité de l'espèce observée, permet 

de déterminer le pourcentage des différentes modifications en calculant le rapport entre les 

diverses espèces présentes dans le signal RMN. Cette quantification peut être également 

obtenue par des techniques de RMN bidimensionnelles en considérant le noyau du 13C 

(Guerrini et al. 2001). Avec les déplacements chimiques, ces deux données permettent de 

caractériser la composition et le degré de pureté d’un échantillon, ce qui est primordial pour 

le contrôle qualité des GAG utilisés dans le domaine de la Santé. L’efficacité de la RMN a été 

démontrée pour différencier des lots d’Hp purs et des lots contaminés à l’OSCS (Liu et al. 

Figure 60 : Spectres 1H et 1H-13C-HSQC d’HS non-enrichi en isotopes. G : acide glucuronique ; I : acide 
iduronique ; A : glucosamine ; LR : région de liaison (tétrasaccharide linker). D’après (Guerrini et al. 2005). 
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2009). La longueur moyenne de GAG entiers peut également être déterminée par rapport à 

l’intensité du signal du xylose (Iacomini et al. 1999) présent dans le tétrasaccharide linker (à 

l’exception des HA) comparée à l’intensité des signaux du motif disaccharidique. 

-Etude des constantes de couplages : dans les GAG, les valeurs des constantes de 

couplage permettent de déterminer la position axiale ou équatoriale des groupements 

substitués, la stéréoconfiguration de l’ose (α/β) et la conformation de l’acide iduronique 

(Tvaroška et al. 1989) (Bose et al. 1998) (Ferro et al. 1990) (Casu et al. 1986). Ainsi, dans 

l’héparine, il a pu être montré l’influence sur la conformation 1C4, 2S0 et 4C1 de l'iduronate 

(Figure 61) des substitutions dudit iduronate et de celles des oses adjacents (Murphy et al. 

2008) comme des contrions présents en solution (Hricovini 2011). 

-Les effets Overhauser nucléaires (nOe) : les nOe sont relatifs aux distances inter-

atomiques, et ont permis pour des fragments d’héparine de déterminer leurs possibles 

structures en solution en fonction des différentes modifications oligosaccharidiques ainsi que 

de prédire certaines interactions (Mulloy et al. 1993) (Mikhailov et al. 1996) (Mulloy & Forster 

2000) (Figure 62). Ces études ont également montré l’influence des O-sulfatations sur la 

géométrie globale de l’héparine plus que la C5-épimérisation et que la N-substitution (Mulloy 

et al. 1994) (Zhang et al. 2008). La conformation du cycle de l’acide uronique par étude des 

nOe a montré l’influence des contrions Ca2+ comme favorisant fortement la forme 1C4 de 

l’IdoA,2OH par rapport aux contrions Na+, K+ et Mg2+ (Rudd et al. 2007) et peut donc influencer 

la fixation aux protéines et leurs activités. Différents rapports entre les populations des 

conformères de l’acide iduronique ont été déterminés par Mulloy et al (Mulloy et al. 1993) 

(Mulloy et al. 1994) et par Cros et al 1997 (Cros et al. 1997) pour des tétrasaccharides et 

trisaccharides respectivement. La taille de la molécule aurait donc également un rôle dans la 

structure du sucre. 

 

Figure 61 : Trois conformations principales de basse 
énergie de l’a-L-iduropyranose retrouvé en solution. 
D’après (Mulloy et al. 1993). 
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-Les temps de relaxation : les temps de relaxation des GAG sont également étudiés par 

RMN. Une étude de la dynamique d'un pentasaccharide synthétique d’héparine a montré que 

les temps de relaxation T1 varient suivant la position des protons au sein de la chaîne comme 

à l’intérieur même d’un résidu osidique (Hricovlni & Torri 1995). Ces résultats indiquent un 

mouvement anisotropique de la molécule. Les temps de relaxation T1 sont également 

différents selon la position des résidus au sein de la chaîne ; les résidus des côtés non-

réducteur et réducteur étant plus libres que ceux qui, à l’intérieur de la chaîne, sont contraints 

par deux liaisons osidiques. Cette plus grande flexibilité des résidus au niveau des extrémités 

est observée dans les oligosaccharides d’HS issus des domaines NA (Hricovini et al. 1997) et 

d’HA (Cowman et al. 2001). La flexibilité dépend également de la présence de résidus IdoA, 

ces derniers pouvant adopter trois différentes conformations spatiales (1C4, 2S0 et 4C1). La 

flexibilité est également différente selon le motif de sulfatation (Angulo et al. 2005) et les 

contrions présents en solution, les cations divalents (Ca2+ et Mg2+) introduisant plus de rigidité 

au sein de la chaîne (Rudd et al. 2007). 

 

c) Enrichissement isotopique des GAG 
 

 L'utilisation dans des échantillons naturels de techniques RMN multidimensionnelles 

hétéronucléaires (1H-13C et 1H-15N) a été reportée dans un certain nombre d'études. Toutefois, 

cette utilisation est restée restreinte en raison des quantités importantes d'échantillon (de 

l'ordre de 50 à 100mg) que nécessitent ces techniques. Bien qu'il serait certainement d'un très 

grand intérêt pour un grand nombre d'études RMN de disposer de GAG marqués, il n'y a eu 

jusqu’à maintenant que très peu de synthèse de ces composés.  

Figure 62 : Structure d’héparine en solution 
déterminée par RMN selon la conformation des 
iduronates en 1C4 (A) ou 2S0 (B). D’après (Mulloy & 
Forster 2000). 

A B 



  

   90 
 

 La majorité des productions de chaines d'oligosaccharides marqués 13C ou 15N ont été 

faites à partir de la souche d'E.coli K5. Cette souche a la particularité de produire une capsule 

polysacccharidique dont la structure primaire (GlcNAc-GlcA)n appelée héparosan est analogue 

aux HS non-modifiés. La culture de cette souche dans un milieu comprenant du 13C-glucose 

et/ou du 15N-ammonium conduit à la biosynthèse de ce polymère marqué et peut être utilisé 

dans des expériences d'interaction après modifications chimio-enzymatiques du 

polysaccharide (Laguri et al. 2011). En 2004 le groupe d'Almond qui, en introduisant dans cette 

souche bactérienne le gène de la HAS, a pu obtenir des échantillons d'acide hyaluronique 

diversement marqués. Cela a permis d'attribuer complètement les signaux des unités GlcN de 

chaînes jusqu'à 10 unités saccharidiques (Blundell et al. 2004). Cette technique de marquage 
15N a par la suite été utilisée pour déterminer les paramètres dynamiques et conformationels 

des chaînes d'hyaluronate (Almond et al. 2006). Pour les unités glucuroniques GlcA, 

l'attribution s'est révélée plus difficile malgré un marquage au 13C et s'est limitée à des 

séquences de tétra- et hexasaccharides (Colebrooke et al. 2005). 

 Il est également possible sans marquer l'ensemble de la chaîne, d'introduire 

localement des sondes marquées. Ainsi, dans des chaînes de chondroïtines sulfates une 

désacétylation complète des unités GlcN suivie de leur réacétylation avec des acétyles 

marqués au 13C a permis de marquer un pentasaccharide et, en conjonction avec d'autres 

données structurales, d'en déterminer la structure (Yu et al. 2007).  

 L'utilisation de marquage isotopique 13C et 15N constitue donc une grande 

avancée sur le plan de la structure, de l'interaction et de la dynamique des GAG. Par contre, 

cette voie n'a été que très peu explorée dans la caractérisation de la structure et de 

l'organisation des GAG à la surface cellulaire. Il n'existe qu'une étude faisant appel à un 

marquage isotopique pour la caractérisation de ce type de GAG. Pour cela, des cellules 

endothéliales de souris ou des cellules d'ovaire de hamster chinois (CHO) ont été cultivées en 

présence de 15N-glutamine (Figure 63). Après lyse des cellules, puis purification des GAG, la 

comparaison avec des spectres RMN d’échantillons d'HS, CS ou Hp à l'abondance naturelle les 

spectres montrent essentiellement la présence des signaux des CS pour les cellules 

épithéliales (Pomin et al. 2010). A l'inverse, les cellules CHO présentent des signaux 

attribuables majoritairement aux azotes de la fonction amide N-acétyle des GlcNAc. La 

quantification de ces signaux montre ainsi une répartition 75:25 entre les enchaînements 

GlcNAc-GlcA et GlcNAc-IdoA dans ces GAG cellulaires. Toutefois, cette méthode reste limitée 

pour l'analyse des chaînes d'HS. Le nombre de sondes disponibles dans la chaîne est restreint 

puisqu'il n'y a qu'une fonction amide par disaccharide. Ensuite, dû aux échanges des protons 

avec le solvant, les fonctions N-sulfatées ne sont pas visibles ce qui réduit encore le nombre 

de positions observables. Enfin, le taux de marquage des fonctions amides par ce protocole 

reste faible, de l'ordre de 10%  ce qui limite fortement la sensibilité.  
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d) Etudes d'interaction HS-protéine par RMN 
 

  Les interactions  des HS/Hp avec leur partenaire protéique ont été 

intensivement étudiés par RMN (voir (Pomin 2014) pour revue sur les travaux récents). Ces 

études RMN nécessitent l'attribution des signaux de résonances des différents résidus et la 

structure 3D de la protéine. En règle générale, elles se font actuellement en utilisant des 

échantillons protéiques enrichis isotopiquement en 15N et en 13C combinés à des techniques 

multidimensionnelles. La détermination des résidus qui sont affectés par l’association avec le 

sucre, une fois reportée sur une structure tridimensionnelle de la protéine permet de définir 

la zone d'interaction – ce qui est appelé cartographie de déplacement chimique. L’analyse 

RMN couplée à d’autres techniques permet l’étude des différents modes d’interaction des HS 

avec leur partenaire (Ziarek et al. 2013) (Poluri et al. 2013) (Saesen et al. 2013). Ces études 

ont été rendues possibles par la connaissance fine des GAG en RMN à travers de nombreux 

travaux qui se sont intéressés notamment aux déplacements chimiques des différents résidus 

issus de différents GAG avec différents motifs de sulfatation, différentes longueurs, différents 

taux d’épimérisation (Guerrini et al. 2005) (Huckerby et al. 2005) (Pomin 2013)… Si la 

localisation de la zone d'interaction du côté du partenaire protéique est relativement aisée 

(dès le moment où on dispose d'un échantillon marqué, soluble, concentré et stable dans le 

temps), la même étude est extrêmement difficile côté sucre. Cela est en particulier dû au fait 

que les GAG ou les fragments utilisés dans les études sont d'origine animale et donc les 

isotopes sont à l'abondance naturelle. De ce fait, il est très difficile de disposer d'informations 

directes sur les variations induites sur le sucre par la complexation. A l'heure actuelle, seule 

l'étude de l'interaction de la chimiokine CXCL12 fait appel à des fragments de GAG marqués 
13C issus d'héparosan modifiés (Laguri et al. 2011) où la position du sucre dans la structure du 

Figure 63 : Voie métabolique de la biosynthèse d’UDP-GlcNAc et d’UDP-GalNAc marqués à l’isotope 15 de 
l’azote à partir d’un  précurseur de 15N-glutamine. D’après (Pomin et al. 2010). 
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complexe est obtenue par des méthodes d'amarrage moléculaire comme la méthode 

HADDOCK (High Ambiguity Driven biomolecular DOCKing) (Figure 64). 

 

e) Etudes des GAG par RMN en phase solide 
 

 La technique de RMN à l'état solide (ssNMR) a, jusqu'à maintenant, été employée 

essentiellement en physique des matériaux et commence à se développer dans le domaine de 

la biologie cellulaire (Renault et al. 2010) (Renault et al. 2012). Les méthodes de RMN en phase 

solide ont été développées pour l’étude de molécules ou de complexes insolubles, ces 

méthodes étant indépendantes de la taille de la molécule contrairement aux techniques de 

RMN dites en solution. Dans ces conditions « solides », les interactions dipolaires ne sont plus 

moyennées à zéro comme en phase liquide et normalement devraient conduire à une 

multiplicité et un élargissement important des signaux. Toutefois, les techniques de rotation 

à l'angle magique (HR-MAS pour high resolution magic angle spinning en particulier) où 

l’échantillon est placé  en rotation à un angle de 54,74° par rapport au champ permettent de 

s'affranchir de ces effets et d'obtenir des spectres où les déplacements chimiques et les 

largeurs de raies des signaux vont être similaires à ceux qui pourraient être obtenus par RMN 

en solution. 

 Les études des GAG par ces méthodes sont en fait très peu nombreuses. On ne compte 

actuellement qu'une vingtaine d'études faisant appel à cette technique et la plupart sont 

consacrés à la caractérisation des GAG dans les tissus osseux ou cartilagineux. Dans ces 

derniers, les GAG peuvent représenter jusqu'à 10 % du poids humide et jouent un rôle 

essentiel au niveau des forces de compression qui y sont appliquées. Leur caractérisation est 

une étape importante dans la génération de cartilages synthétiques les plus proches des 

cartilages naturels. Leur utilisation constituerait une solution à plus long terme pour les 

personnes souffrant d'arthrose. Par exemple, Scheidt et ses collaborateurs se sont intéressés 

Figure 64 : Comparaison entre deux structures d’interaction CXCL12-dp8 d’héparosan 
modifié GlcNS,6S obtenu par la méthode d’ amarrage moléculaire HADDOCK (gauche) 
et par dynamique moléculaire (droite). D’après (Laguri et al. 2011). 
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à l'analyse comparée de cartilages naturels et issus de la bio-ingénierie. Différents temps de 

relaxation ont été observés dans les chondroïtines sulfates des deux composés montrant une 

dynamique différente entre cartilage animal et de laboratoire (Scheidt et al. 2010). 

Concernant les HS et Hp, le nombre d'étude est encore plus restreint bien que ces GAG 

puissent interagir avec de nombreuses molécules et former des réseaux insolubles comme 

c'est le cas au niveau des matrices extra-cellulaires. Ils sont également capables d'interagir 

avec des protéines fibrillaires comme l'amyloïde-Bêta (Aβ) (Madine et al. 2009), la protéine 

Tau (Goedert et al. 1996), l'α-synucléine (Cohlberg et al. 2002), les prions (Cortijo-Arellano et 

al. 2008). Certaines formes de ces protéines forment des fibres et des plaques insolubles qui 

s'accumulent au niveau du cerveau et sont responsables de maladies neurodégénératives. La 

connaissance du rôle des GAG dans la formation de ces fibrilles est donc très importante sur 

le plan de la santé humaine. Une première étude par ssNMR de ce type d'interaction a ainsi 

pu montrer dans le cas de l'Aβ(1-40), qu'une forme dé-N-sulfatée/ré-N-acétylée d'héparine 

pouvait interagir avec les fibrilles et même favoriser leur association (Madine et al. 2009). Le 

site de fixation de l'héparine a été ensuite caractérisé toujours par ssNMR par la même équipe 

(Madine et al. 2012).  Les HS et Hp induisent également la formation de neurofibrilles de la 

protéine Tau dans le cerveau (Goedert et al. 1996) et constituent également un élément 

pathologique de la maladie d'Alzheimer. La présence d'HS au sein du cytoplasme constituerait 

une première étape de la maladie, induisant la formation de fibrilles de tau (Sibille et al. 2006) 

et réduisant la mobilité de la protéine (Sillen et al. 2005a) (Sillen et al. 2005b). Toutefois, 

aucune étude par RMN à l’état solide de l'association GAG-tau n'a été publiée jusqu’à 

maintenant. 
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  Problématique et objectif du travail 
 

Comme nous avons pu le voir, les GAG sont des molécules ubiquitaires qui jouent des 

rôles extrêmement divers et essentiels dans les différents tissus de l’organisme, au cours du 

développement et tout au long de la vie. En effet, du fait de leur localisation au niveau des 

surfaces cellulaires et dans les matrices extracellulaires, ils occupent une place stratégique 

dans la communication des cellules avec son environnement. Les héparanes sulfates, en 

particulier, sont capables d’interagir avec un très grand nombre de protéines (plus de 400 

protéines recensées à ce jour), et de jouer un rôle actif dans différents processus biologiques. 

En effet, les HS, de par l’interaction avec leurs ligands protéiques, vont intervenir dans la 

croissance, la prolifération, la différenciation ou encore la migration cellulaire. De plus, dans 

un contexte pathologique, ils sont également impliqués dans de nombreuses maladies. Enfin, 

les HS sont également utilisés par certains pathogènes (virus par exemple) comme récepteurs 

d’attachement et d’entrée dans la cellule. 

La capacité d’interaction des HS prend sa source au niveau de sa diversité structurale, 

de l’importante combinatoire des modifications des unités disaccharidiques qui les 

composent et de leur dynamique. Bien que leur structure ne soit pas génétiquement codée, 

la composition saccharidique des HS est très liée au tissu dans lequel ils sont exprimés et à son 

état physiologique. 

Du fait de cette hétérogénéité structurale, qui caractérise les HS, il n’existe pas de 

méthode analytique simple et efficace pour les analyser. Les études structurales se sont 

concentrées principalement sur des fragments oligosaccharidiques très modifiés, issus d’HS 

entier, permettant de déterminer les modifications critiques pour les interactions HS-

protéines. Les données existantes sur les HS cellulaires natifs sont encore très parcellaires. La 

technique de RMN, malgré sa faible sensibilité, est une technique de choix pour l’étude des 

polysaccharides car elle permet l’étude de molécules flexibles et d’échantillons complexes 

selon la résolution. 

Afin de permettre l’étude des HS au plus proche des conditions physiologiques 

cellulaires, je me suis intéressé au cours de ma thèse à l’élaboration d’un protocole efficace 

de marquage des chaines d’HS cellulaires à l’isotope 13 du carbone et de purification dans le 

but de déterminer les caractéristiques structurales de ces composés dans leur état natif par la 

technique de RMN. 

Différentes approches ont été testées, tout d’abord l’étude par RMN liquide des 

polysaccharides d’HS en solution extraits des membranes cellulaires à partir d’un modèle de 

cellules épithéliales. Par la suite, en utilisant différents modèles cellulaires, nous avons voulu 

montré que cette approche pouvait mettre en évidence les modifications structurales des HS 

au cours de différents évènements cellulaires. Je me suis donc intéressé dans un premier 

temps à l’impact que peut avoir l’absence d’une enzyme de biosynthèse des HS, vitale pour 

l’organisme, sur la structure des chaines d’HS, et dans un second temps, à l’évolution de ces 

structures au cours d’un processus biologique tel que la différenciation cellulaire. 
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Un autre objectif de ma thèse a été d’étudier ces chaines de GAG dans leur condition 

protéoglycanique, au niveau des surfaces cellulaires ou de membranes cellulaires isolées par 

des techniques de RMN à l’état solide. 
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Matériel et Méthodes 
 

A. Culture cellulaire 
 

1. Cellules HeLa adhérentes 
 

 Les cellules épithéliales HeLa (ECACC) issues de cancer de col de l'utérus sont cultivées 

dans des conditions adhérentes dans une flasque de 75cm² (Nunc) à 37°C dans une 

atmosphère humide à 5% de CO2. Le milieu de culture est composé de DMEM (Dulbecco’s 

Modified Eagle Medium) contenant 2mM de glutamine et 4,5g/L de D-glucose (Life 

Technologies). Il est supplémenté par 10% de sérum de veau fœtal (SVF) (Life Technologies) 

préalablement inactivé à la chaleur. Les cellules sont maintenues par traitement à la trypsine 

dès 80% de confluence tous les 4 jours en moyenne. 

 

2. Cellules HeLa en solution et taux de motalité 
 

15 millions de cellules HeLa sont décollées de la boite de culture par 3mL de trypsine 

pendant 10mn à 37°C et sont placées dans une flasque spinner à agitation magnétique 

contenant 20mL de milieu DMEM avec 2mM de Glutamax et 4,5g/L de D-glucose et 

supplémenté par 10% de SVF inactivé à la chaleur. La rotation appliquée au sein du spinner 

est ménagée afin de prévenir la sédimentation des cellules ainsi que leur destruction. Les 

cellules sont régulièrement comptées afin de déterminer le taux de mortalité cellulaire dans 

ces conditions. 

Pour le comptage et l'estimation du taux de mortalité, un aliquot de cellules est mis en 

présence de bleu de trypan pour marquer les cellules apoptotiques. Le nombre de cellules 

mortes (marquées au bleu) et vivantes (non marquées) sont ensuite comptées sur cellule de 

Malassez dans un volume de 0,01µL. Ce nombre est rapporté en nombre de cellules par 

millilitre de culture. Le taux de mortalité est calculé selon la formule :  
𝑁𝑜𝑚𝑏𝑟𝑒 𝑑𝑒 𝑐𝑒𝑙𝑙𝑢𝑙𝑒𝑠 𝑚𝑎𝑟𝑞𝑢é𝑒𝑠 𝑎𝑢 𝑏𝑙𝑒𝑢 𝑑𝑒 𝑡𝑟𝑦𝑝𝑎𝑛

𝑁𝑜𝑚𝑏𝑟𝑒 𝑑𝑒 𝑐𝑒𝑙𝑙𝑢𝑙𝑒𝑠 𝑡𝑜𝑡𝑎𝑙𝑒𝑠 𝑐𝑜𝑚𝑝𝑡é𝑒𝑠
× 100 

 

3. Fibroblastes de souris embryonnaires (MEF) 
 

Les fibroblastes d'embryon de souris ou MEF sauvages ou KO au gène ndst-1 (protocole 

Ringvall et al. 2000) (don de nos collaborateurs du laboratoire de Léna Kjéllen à l’université 

d’Uppsala, Suède) sont cultivées à 37°C dans des conditions adhérentes dans une flasque de 

75cm² à 37°C dans une atmosphère humide à 5% de CO2. Le milieu de culture est composé de 

DMEM contenant 2mM de Glutamax et 4,5g/L de D-glucose. Il est supplémenté par 10% de 

sérum de veau fœtal préalablement inactivé à la chaleur ainsi que d'un cocktail de 100U/mL 

de pénicilline et de 100µg/mL de streptomycine (Life Technologies). Les cellules sont 

maintenues par traitement à la trypsine dès 80% de confluence tous les 4 jours en moyenne. 
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4. Cellules Caco-2 
 

Les cellules Caco-2 (ECACC) issues d'adénocarcinome de colon sont cultivées dans des 

conditions adhérentes dans une flasque de 75cm² à 37°C dans une atmosphère humide à 5% 

de CO2. Le milieu de culture est composé de DMEM contenant 2mM de Glutamax et 4,5g/L de 

D-glucose (Life Technologies). Il est supplémenté par 10% de sérum de veau fœtal (Life 

Technologies) préalablement inactivé à la chaleur ainsi que de 1% d'acides aminés non-

essentiels (NEAA) (Life Technologies) et d'un cocktail de 100U/mL de pénicilline et de 

100µg/mL de streptomycine (Life Technologies). Les cellules sont passées à 80% de confluence 

tous les 4 jours en moyenne. 

La différenciation des cellules Caco-2 s'opère spontanément lorsque les cellules 

arrivées à confluence sont maintenues ainsi durant une période de 12 jours de culture dans 

ces conditions, le milieu de culture étant renouvelé tous les 4 jours (Sadir et al. 2004). 

 

5. Marquage au 13C et amplification des cellules 
 

a) Marquage 
 

 Le marquage métabolique des cellules HeLa, Caco-2 et MEF au 13C-glucose s'effectue 

lors de l'amplification des cellules sur une surface cellulaire d'environ 1800cm². Les différents 

types cellulaires sont cultivés de 10 % à 100 % confluence dans les mêmes conditions et dans 

des milieux de composition similaire à ceux précédemment décrits dépourvus en D-glucose et 

pyruvate (PAA Laboratories ou Life Technologies) et supplémentés en 13C-glucose (Cambridge 

Isotope Laboratories) à 4,5g/L. Les cellules sont récupérées à confluence pour analyse. 

 Pour les cellules Caco-2, elles sont maintenues à confluence pendant 12 jours afin que 

s'effectue complètement le processus de différenciation dans le milieu marqué renouvelé 

deux fois. 

 

b) Flasques de culture 
 

-T600 (EMD Millipore) : 10 % des cellules sont expandues dans trois flasques T600 (surface de 

culture = 1800cm²) avec 60mL (Vtotal=180mL) de milieu marqué dans chacun des flasques 

équitablement répartis sur les différents niveaux (Figure 65A). Les cellules confluentes sont 

ensuite récoltées. 

-HYPERflaskTM (Corning®) : 10 % des cellules sont expandues dans une HYPERflaskTM (surface 

de culture = 1750cm²) avec 500mL de milieu marqué (Figure 65B). Les cellules confluentes 

sont ensuite récoltées. 
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B. Cytométrie en flux 
 

1. Préparation des cellules 
 

L’expression en GAG à la surface des cellules est analysée par cytométrie en flux. Dans 

un premier temps, les cellules HeLa et MEF sont décollées de leur support à l’aide d'une 

solution d'EDTA (versène, Life Technologies), qui va chélater les ions métalliques et 

notamment l’ion calcium (Ca2+) nécessaire pour le rôle d’adhésion des « molécules d’adhésion 

cellulaire » (CAM) : glycoprotéines (intégrines, cadhérines)… Les cellules Caco-2 quant à elles 

sont traitées à l’accutase (Life Technologies) 10mn à 37°C afin de détacher les cellules de leur 

support et de les dissocier entre elles. La digestion est stoppée par ajout de milieu de culture. 

Une fois détachées, les cellules sont lavées à 4°C dans du PBS et reprises dans du PBS 

additionné de 1mM EDTA, 1% BSA, 0,002% azide. 

Les cellules sont incubées en présence d'un anticorps IgM primaire monoclonal 

« 10E4 » (10µg/mL ; Seikagaku Corporation) dirigé contre un épitope comprenant une GlcNS 

spécifique des HS ou d'un anticorps IgM primaire monoclonal « CS-56 » spécifique des chaines 

de CS-A et CS-C (dilué au 1/100e ; Sigma Aldrich) ou d'un anticorps isotype IgM (10µg/mL ; 

Chemicon, Millipore) pendant 1h à 4°C. Les cellules sont ensuite lavées 3 fois dans le tampon 

puis incubées avec un anticorps secondaire (1/300e, Interchim) reconnaissant l’anticorps 

primaire. L’anticorps secondaire est couplé à une molécule fluorescente FITC (Fluorescein 

IsoThioCyanate) qui va être détectée par cytométrie en flux. Les cellules sont lavées 3 fois avec 

du tampon et fixées pendant 10mn dans 4% paraformaldéhyde (PFA) afin de figer les cellules 

et leur surface cellulaire pour leur analyse. 

 

2. Analyse 
 

Les cellules passant dans le cytomètre en flux vont être isolées une à une avant de 

passer devant un faisceau laser dont la lumière va être déviée en fonction de la taille de la 

cellule et de sa complexité (granularité…) cytoplasmique. En effet, un détecteur en face de la 

source laser va capter l’information de diffraction de la lumière axiale (FSC pour Forward-

Figure 65 : Différents systèmes de culture cellulaire adaptés pour une production importante à partir de 
cellules adhérentes. Système T600 de Millipore (A, flèche) et HYPERflaskTM de Corning® (B). 
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SCattered light) tandis que des capteurs situés à 90° de la source laser vont enregistrer la 

réfraction de la lumière sur les particules internes des cellules (SSC pour Side-SCattered light) 

(Figure 66). Ces deux informations sont traitées et différentes populations peuvent être 

sélectionnées en fonction de leur taille et de leur granularité. Les cellules en apoptose (qui se 

caractérisent par leur granularité importante du fait de la condensation et fragmentation de 

leur ADN, donc avec un SSC important) et les corps apoptotiques (ayant une taille bien 

inférieure à une cellule saine, donc avec un FSC faible) ne sont pas pris en compte pour 

l’analyse. Une fois la population de cellules sélectionnée, le fluorochrome est excité à sa 

longueur d’onde d’absorption (ici 488nm pour le FITC) et sa fluorescence est lue à sa longueur 

d’onde d’émission (530nmpour le FITC). Le résultat obtenu en sortie est la quantité de 

fluorescence par cellule. Cette fluorescence est proportionnelle à la quantité de fluorochrome 

fixé sur la cellule. 

 

C. Digestions enzymatiques… 
 

1. …des surfaces cellulaires aux protéases 
 

a) Trypsine 
 

Les surfaces de 200 millions cellules cultivées en milieu marqué, et préalablement 

rincées avec 60mL de PBS, sont digérées dans 40mL de solution de trypsine (Life Technologies) 

pendant 40mn à 37°C à pH neutre. La trypsine est une endoprotéase qui va couper les 

protéines du côté C-terminal des acides aminés basiques lysine et arginine à condition que 

l’acide aminé suivant en C-ter ne soit pas une proline. Le digestat cellulaire est récupéré dans 

150mL de PBS et centrifugé à 1000g pendant 10mn à température ambiante. Le culot 

contenant les cellules digérées est séparé du surnageant contenant les GAG en solution. Le 

surnageant est ensuite centrifugé une seconde fois à 3500g pendant 10mn à température 

ambiante. Seul le surnageant est conservé pour la prochaine étape de purification par 

chromatographie. 

 

b) Papaïne 
 

Les surfaces de 200 millions de cellules cultivées en milieu marqué, et préalablement 

rincées avec 60mL de PBS, sont digérées avec 1mg/mL de papaïne (Sigma Aldrich) à 65°C 

Figure 66 : Schéma de la diffraction et réfraction de lumière par une cellule 
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pendant 16h dans un tampon composé de 100mM acétate de sodium, 5mM EDTA, 5mM 

cystéine, pH 6,8 dans un volume de 24mL. La papaïne est une endoprotéase qui va couper 

préférentiellement les protéines du côté C-terminal au niveau des acides aminés basiques 

lysine et arginine à condition que l’acide aminé adjacent en position C-terminale ne soit pas 

une valine et que l’acide aminé en position N-terminale de la lysine/arginine soit hydrophobe. 

Le digestat est récupéré dans 120mL de PBS et centrifugé à 1000g pendant 10mn à 

température ambiante. Le culot contenant les cellules digérées est séparé du surnageant 

contenant les GAG en solution. Le surnageant est ensuite centrifugé une seconde fois à 3500g 

pendant 10mn à température ambiante. Seul le surnageant est conservé pour la prochaine 

étape de purification par chromatographie. 

 

c) Pronase 
 

200 millions de cellules cultivées en milieu marqué, et préalablement rincées dans 

60mL de PBS, sont d’abord décollées de leur support avec 36mL de versène (Life Technologies) 

pendant 30mn à 37°C. Les cellules récupérées en solution sont centrifugées à 1000g pendant 

5mn à température ambiante, et le culot cellulaire est repris dans 20mL de tampon 100mM 

Tris, 1mM CaCl2, pH 8 à 37°C auquel est ajouté 1mg/mL de cocktail d’enzymes « pronase » 

(Roche). La pronase contient plusieurs endoprotéases et exoprotéases peu spécifiques 

permettant de digérer généralement les protéines en leur unité d’acides aminés les plus 

simples. Après 40mn la solution est centrifugée (1000g, 5mn, température ambiante) et le 

culot cellulaire est digéré une seconde fois dans 20mL de tampon d'enzyme avec l'enzyme 

pendant 40mn. La solution est centrifugée (1000g, 5mn, température ambiante). Les 

surnageants sont rassemblés et centrifugés une nouvelle fois à 3500g pendant 10mn à 

température ambiante et seul le surnageant est conservé pour la prochaine étape de 

purification par chromatographie. 

 

2. …des extraits cellulaires aux nucléases 
 

a) Benzonase 
 

 Les échantillons lyophilisés sont repris dans 100µL de tampon benzonase (5mM MgCl2, 

pH 9) contenant l'enzyme (Millipore) à 2500U/mL pendant 21h à 37°C. La benzonase est une 

endonucléase qui dégrade en 3’ toutes les formes d’ADN et d’ARN en oligonucléotides de 2 à 

5 bases sous leur forme 5’ phosphate. Les échantillons ainsi digérés sont ensuite prêts pour la 

prochaine étape de purification par chromatographie. 

 

b) DNase I 
 

 Les échantillons lyophilisés sont repris dans 20000U de DNase I (Roche) dans du 

tampon 150mM NaCl, 100mM Tris, 10mM MgCl2, pH 8 à 37°C pendant 24h avec ajout 

d'enzyme et en tampon frais au bout de 16h. La DNase I est une endonucléase qui clive 

spécifiquement les ADN au niveau des liaisons phosphodiester des cytidines et thymidines 
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laissant des extrémités nucléotidiques 3’OH. En fin de digestion, l'enzyme est désactivée par 

ajout de 25mM EDTA. Les échantillons ainsi digérés sont ensuite prêts pour la prochaine étape 

de purification par chromatographie. 

 

D. Purification par chromatographie échangeuse d’anions 
 

1. Chargement des échantillons 
 

a) Après digestion aux protéases 
 

Les surnageants de centrifugation correspondant aux molécules solubles digérées des 

surfaces cellulaires sont chargées sur une colonne de chromatographie contenant 4mL de 

matrice cationique Diéthylaminoéthyl-Sephacel (DEAE-Sephacel) (Sigma-Aldrich) à un débit de 

0,5mL.mn-1. La colonne est ensuite connectée à un système de purification FPLC (Fast Protein 

Liquid Chromatography) AKTÄ pour leur élution. 

 

b) Après digestion aux nucléases 
 

Les échantillons sont repris dans du tampon 20mM Na2HPO4/NaH2PO4, 150mM NaCl, 

pH 6,8 (qsp 2mL) et sont injectés sur une colonne de chromatographie contenant 4mL de 

matrice DEAE-Sephacel (Sigma-Aldrich) reliée à un système de purification FPLC AKTÄ pour 

leur élution. 

Préalablement à chaque charge/injection sur la matrice DEAE, celle-ci est pré-

équilibrée dans 5 volumes de colonne avec un tampon 20mM Na2HPO4/NaH2PO4, 150mM 

NaCl, pH 6,8 (tampon A). Après charge/injection de l’échantillon, 10mL de ce tampon A sont 

passés au travers de la colonne de chromatographie afin d’éluer les molécules n’interagissant 

pas avec la matrice (molécules neutres, cationiques) ou très faiblement, la fraction constituant 

l’effluent ou flowthrough. 

L’élution des molécules (poly)anioniques interagissant plus fortement avec la résine 

cationique est réalisée selon deux procédés. 

 

2. Elution en step de sel 
 

Cette méthode d’élution consiste en un changement de concentration en NaCl soudain 

d’un tampon A (20mM Na2HPO4/NaH2PO4, 150mM NaCl) en un tampon B 20mM 

Na2HPO4/NaH2PO4, 1,5M NaCl à 0,5mL.mn-1. Toutes les interactions électrostatiques sont 

alors cassées et toutes les molécules d’interaction sont éluées dans ce tampon B. L'élution des 

molécules interagissant avec la matrice est suivie au travers de l'absorbance des fractions à 

260nm pour les acides nucléiques et à 215nm et 280nm pour les protéines. La concentration 

en NaCl est suivie à travers la conductivité de l'éluat (en milliSiemens par centimètre mS/cm). 
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3. Elution en gradient de sel 
 

Cette méthode d’élution consiste en un changement progressif et linéaire du tampon 

A vers le tampon B, et donc d’une augmentation de la concentration en sel. Ce gradient 0-

100% en tampon B se déroule sur 20mL et permet d’éluer différentes fractions selon leur force 

d’interaction électrostatique avec la matrice. Les molécules de plus faible interaction (faible 

charge négative) seront éluées en une concentration de sel plus faible que les molécules de 

forte interaction (charge nette très négative), nécessitant une concentration en NaCl plus 

importante pour casser toutes les interactions électrostatiques. La concentration en sel est 

suivie à travers la conductivité de l’éluat et est exprimée en mS/cm. L’élution des 

contaminants nucléiques et protéiques est suivie à travers leur absorbance à la longueur 

d’onde de 260nm et 280nm respectivement ainsi qu'à 215nm (absorbance des liaisons 

peptidiques).  

Les fractions d’élution sont ensuite dessalées pour la suite des analyses. 

 

E. Préparation des extraits d’HS 
 

1. Dessalage 
 

 Les fractions obtenues à l’issue des chromatographies échangeuses d’anions et des 

digestions cellulaires présentent des concentrations en sel variées. Pour la suite de la 

purification ou pour leurs analyses par RMN, l’absence de NaCl est requise. Différentes 

techniques ont été utilisées. 

 

a) Système PD-10 
 

 2,5mL d’échantillon salé d’intérêt sont élués dans de l’eau pure par gravité sur colonne 

de chromatographie d’exclusion de taille (PD-10, GE Healthcare) contenant une résine de type 

Sephadex G-25. Les molécules de masse molaire relative (Mr) supérieure à 5000 sont séparées 

des plus petites molécules comme le NaCl. Ainsi, 3,5mL d’éluat dessalé sont récupérés pour 

chaque échantillon de 2,5mL. 

 

b) Système Hitrap Sephadex 
 

 Le système Hitrap (GE Healthcare) contient la même matrice que celle des colonnes 

PD-10 précédemment citée et repose sur les différents temps d’élution entre macromolécules 

et petites molécules. Le système Hitrap est relié à un appareil FPLC et permet de déterminer 

un débit d’élution de 2,5mL.mn-1. 2mL d’échantillon sont injectés dans le système par 

dessalage et 5mL d’éluat d’intérêt est récupéré à la fin de chaque procédé. L’élution des 

macromolécules peut être suivie à différentes longueurs d’onde (280nm, 260nm, 215nm) et 

comparée avec le temps d’élution du NaCl suivi par la conductivité de l’échantillon. 
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c) Dialyse 
 

 Les échantillons issus des digestions protéases et nucléases lyophilisés et repris dans 

30mL d'eau sont placés au sein d’une membrane de dialyse poreuse fermée laissant diffuser 

les molécules d’une taille inférieure à 1000Da (SpectrumLabs) dans 5L d’eau ultra-pure. Les 

bains de dialyse sont renouvelés 5 fois. Ce système de dessalage est utilisé pour la mise en 

place d’un protocole visant à réduire le nombre d’étapes par chromatographie échangeuse 

d’anions (voir Résultats). 

 Les échantillons dessalés par les différentes méthodes utilisées ont un volume plus 

important que le volume d’extrait salé. Afin de pouvoir se placer dans des conditions de 

purification ou d’analyse optimales, les échantillons obtenus après dessalage sont lyophilisés. 

 

2. Lyophilisation 
 

 Les échantillons sont préalablement congelés puis placés dans un lyophilisateur (Alpha 

1-2 LDplus, Bioblock Scientific) sous vide à -50°C afin de sublimer l'eau (passage de l'état solide 

à l'état gazeux) qui sera ensuite piégée. L'échantillon est ainsi déshydraté. 

 

3. Préparation des HS avec réduction d’étapes pré-analytiques 
 

 Lors de cette préparation, les extraits solubles des digestions membranaires à la 

trypsine sont entièrement lyophilisés. L'extrait sec est repris dans 30mL d'eau. Les éléments 

précipités sont éliminés par centrifugation (3500g, 10mn, température ambiante) et le 

surnageant est dialysé comme précédemment décrit. Le dialysat est ensuite lyophilisé. 

 

F. Dosage des HS 
 

 Après extraction des HS des surfaces cellulaires et purification par chromatographie 

échangeuse d'anions, différentes techniques de dosage des HS sont testées. 

 

1. Dosage par carbazole 
 

La méthode de dosage au carbazole (Bitter & Muir 1962) repose sur la réaction des 

acides uroniques transformés en acides formylfuroïques à chaud par l'acide sulfurique qui 

vont se condenser avec le colorant carbazole absorbant à une longueur d'onde spécifique de 

530nm. La détermination de la concentration en acides uroniques est réalisée par rapport à 

une gamme étalon d’HS dont la concentration est connue au préalable. 

250µL de 0,25M de tétraborate de sodium (dans acide sulfurique H2SO4) sont placés 

dans un tube en verre froid. 50µL d’échantillon sont ajoutés précautionneusement à la 

surface, puis le tube fermé est agité d’abord lentement puis rapidement à 4°C (la réaction est 

fortement exothermique). Le tube est ensuite incubé 10mn à 100°C puis refroidi à 

température ambiante. 10µL de carbazole sont ajoutés au volume réactionnel, puis le tube 

est mis sous agitation et incubé 15mn à 100°C avant d’être à nouveau refroidi à température 
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ambiante. La densité optique (DO) est lue à 530nm à laquelle est soustraite son absorbance à 

920nm (qui correspond à une interférence causée par une oxydation).  

 La DO de l’échantillon est reportée sur la droite obtenue par les valeurs de la gamme 

étalon de différentes concentrations en HS dilués en série (0-6,25-12,5-25-50µg.mL-1). 

 

2. Dosage par BlyscanTM 
 

Les échantillons sont repris dans 100µL d'eau auquel est ajouté le réactif Blyscan 

(Figure 67) puis agité mécaniquement pendant 30mn. Au cours de ces 30mn, le réactif va 

interagir avec les GAG sulfatés (sGAG) et précipiter avec ceux-ci. Les échantillons sont ensuite 

centrifugés à 13400g pendant 10mn. Le surnageant est éliminé et le culot est séché. 500µL de 

réactif de dissociation est ensuite ajouté au culot. Le mélange est ensuite vortexé pour libérer 

le colorant en solution. L'absorbance de la solution est ensuite lue à 630nm. Les résultats sont 

reportés sur une droite obtenue avec les absorbances d'une gamme étalon en sGAG de 0-1-

2-3-4-5µg pour déterminer la quantité en sGAG dans l'échantillon. Les sGAG fournis dans le 

kit sont des C4S. 

 

3. Dosage par RMN 
 

La détermination de la quantité d’HS d’un échantillon inconnu est réalisée à l’aide d’un 

échantillon de masse connue. 

 

a) Analyse de l’échantillon de référence 
 

2mg d’HS commercial (Seikagaku) issus de rein de bœuf sont analysés par RMN dans 

une expérience de corrélation 1H-13C HSQC à 37°C pendant 13h15mn dans 200µL de D2O 

(99,9 % D2O, Sigma Aldrich) dans un tube RMN de 3mm de diamètre. La résolution est de 11 

Hz en dimension directe (1H), de 176 Hz en dimension indirect (13C) et chaque expérience est 

répétée 180 fois pour améliorer le rapport signal sur bruit. Du fait de l'abondance naturelle en 
13C, seul 1,1% des noyaux sont observables, ce qui équivaut à 20 µg marqué pour un 

échantillon contenant au total 2mg. 

Figure 67 : Structure et spectre d'absorbance du colorant BlyscanTM 
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 Les signaux des pics de corrélation H2-C2 des glucosamines étant bien résolus, 

l’intégration du volume de ces pics est représentatif de la quantité en HS. 

Pour un temps expérimental de 13h15 : 𝑉𝐺𝑙𝑢𝑐𝑜𝑠𝑎𝑚𝑖𝑛𝑒𝑠 ∝ 𝑚𝑎𝑠𝑠𝑒 × 𝑡𝑒𝑥𝑝 où VGlucosamines est le 

volume des pics de corrélation H2-C2 des Glucosamines et texp le temps expérimental. 

 

b) Analyse de l’extrait d’HS 
 

 L'échantillon d'HS de masse inconnue est analysé également par RMN pendant 

15h56mn (résolution directe de 11 Hz, résolution indirecte de 26Hz pour une fenêtre spectrale 

de 21kHz et expérience accumulée 32 fois). Les volumes des pics sont intégrés pour les 

corrélations H2-C2 des glucosamines. 

 La masse de l'échantillon est déterminée selon l'équation : 𝑚é𝑐ℎ = 𝑚𝑟𝑒𝑓 ×
𝑉é𝑐ℎ

𝑡é𝑐ℎ
⁄

𝑉𝑟𝑒𝑓
𝑡𝑟𝑒𝑓

⁄
 où 

mref est la masse de l'échantillon de référence observable (soit 20µg), Vref est la somme des 

volumes des corrélations H2-C2 des glucosamines de l'échantillon de référence, tref est le temps 

d'analyse de l'échantillon de référence,  méch est la masse d'HS de l'extrait cellulaire à 

déterminer, Véch est la somme des volumes des corrélations H2-C2 des glucosamines de 

l'échantillon issu des cellules, téch est le temps d'analyse de l'extrait cellulaire. 

 

G. Analyse par RMN liquide des extraits d’HS 
 

 Tous les échantillons analysés par RMN sont échangés plusieurs fois dans 99 % D2O 

avant analyse pour éliminer les échanges des protons résiduels de l'eau. Les échantillons sont 

solubilisés dans 200µL de D2O 99 % et placés dans un tube RMN de 3mm de diamètre. 

 

1. Expériences de corrélation 
 

 Tous les extraits d'HS issus des digestions des membranes sont analysés par des 

techniques RMN de corrélation 1H-13C HSQC (Heteronuclear Single Quantum Coherence) 

(d'après (Bodenhausen & Ruben 1980)) : la séquence permet de déterminer les déplacements 

chimiques des couples de noyaux 1H-13C vicinaux. Chaque couple va alors donner un pic de 

corrélation dépendant de la fréquence de résonnance du proton et du carbone associé. Les 

temps d’expériences sont généralement compris entre 13h et 16h avec un nombre d’itération 

de 180 en moyenne et d’une résolution dans la dimension indirecte (13C) de 100-200Hz. Les 

périodes de transfert 1H-13C sont calculées à partir d'un couplage scalaire  JCH  de 145Hz. Les 

échantillons sont analysés à 37°C dans des spectromètres 600MHz ou 700MHz équipés de 

cryosondes. 

 Les déplacements chimiques ont été référencés par rapport au signal de l’eau. Les 

déplacements chimiques 13C ont été référencés indirectement en utilisant le rapport des 

rapports gyromagnétiques entre proton et hétéroatome (13C/1H=0.251449530) comme décrit 

par Wishart (Wishart et al. 1995). 
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2. Quantification de la modification des HS 
 

 La quantification des différents taux de modification est réalisée grâce à l'intégration 

des volumes des pics résolus permettant de déterminer : la N-sulfatation, l'épimérisation, la 

2-O-sulfatation, la 6-O-sulfatation ainsi que d'estimer la longueur des chaines. 

 L'intégration des pics est réalisée à l'aide d'un programme (langage python) mis en 

place et disponible au laboratoire. 

 

H. Etudes des cellules entières 
 

1. Préparation des cellules 
 

a) Cellules entières 
 

 Pour toutes les études par RMN du solide, les cellules sont décollées de leur support 

de culture par du versène (30mL pour une surface de culture de 1800cm²). Les cellules sont 

ensuite manipulées à 4°C, centrifugées (1000g, 5mn) et rincées deux fois dans 15mL de PBS. 

Les cellules sont ensuite placées dans un rotor 3,2mm (25 millions) ou 7mm (200 millions) 

pour leurs analyses par RMN solide par courtes centrifugations (2000g).  

 

b) Cellules dépourvues d’HS, CS et N-glycans 
 

 Les cellules récupérées et culottées comme décrit précédemment sont repris dans 

250µL d'une solution enzymatique RPMI (Roswell Park Memorial Institute) 1640, 5 % SVF, 

2mM CaCl2 contenant 0,1U/mL d'héparinase I, 2U/mL d'héparinase III (Grampian Enzymes) 

(pour spécificité des coupures voir Figure 39), et 500mU de chondroïtinase ABC (Sigma 

Aldrich). Les cellules sont incubées à 37°C pendant 90mn sous agitation dans cette solution. 

Une partie de ces cellules sont récupérées par centrifugation, lavées en PBS et placées dans 

un rotor pour analyse comme précédemment. 

 Une seconde partie des cellules est reprise dans 200µL de tampon 200mM  

Na2HPO4/NaH2PO4 pH 8 contenant 10U/mL de N-glycosidase F (Roche)  coupant les N-

glycosides pendant 2h à 37°C. Après lavage en PBS les cellules sont placées dans un rotor pour 

analyse par RMN solide. 

 

2. Analyse par RMN solide 
 

a) Par rotation à l’angle magic MAS (Magic Angle Spinning) 
 

 Différentes expériences sont enregistrées : 

 

-1D par excitation directe du 13C : Les échantillons de cellules sont placés dans un rotor 3,2mm 

à l'angle magique (54,74°) dans un spectromètre 600MHz équipé d'une sonde solide. Les 

spectres sont obtenus à 12°C et permettent d'observer toutes les résonances carbone 

détectables. 
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-Corrélation 13C-13C via le couplage scalaire par excitation directe du carbone : Ces expériences 

permettent de corréler deux 13C voisins par le couplage scalaire (via les liaisons chimiques). 

Les échantillons de cellules sont placés dans un rotor de 3.2 mm pour la sonde solide du 600 

MHz  et dans un rotor de 7mm pour la sonde solide du spectromètre 400MHz. Les spectres 

sont enregistrés à 4°C pendant 15h à une rotation de l'échantillon de 12kHz pour le rotor 3.2 

mm et 3,4Khz pour le rotor 7mm.  Ces analyses ont été réalisées à  l'IBS  pour le 600 MHz et à 

Institut Nanosciences et Cryogénie pour le 400 MHz. 

 

b) Par polarisation dynamique nucléaire (DNP) 
 

 Les cellules HeLa sont également analysées par DNP avec des expériences de type DQ 

(Double Quanta) en collaboration avec le Dr Takahashi et le Dr Hediger de l'Institut 

Nanosciences et Cryogénie. Brièvement, l'aimantation d'un électron non-apparié (appelé 

radical) d'un agent polarisant, ici le TOTAPOL (1-(TEMPO-4-oxy)-3-(TEMPO-4-amino)propan-

2-ol), excité par une émission micro-onde va être transférée vers les noyaux du matériel à 

analyser. L'aimantation initiale étant beaucoup plus forte, le signal en sortie sera plus 

important. Ces expériences sont réalisées par le Dr Takahashi sur des échantillons en rotation 

à l'angle magique placés à 4°C dans un spectromètre 400MHz pendant 15h. 

 

I. Etudes des membranes plasmiques isolées 
 

1. Préparation des membranes 
 

200 millions de cellules cultivées en milieu marqué et préalablement rincées au PBS 

sont détachées de leur support dans 40mL de versène puis récupérées dans 100mL de PBS. 

Les cellules sont ensuite centrifugées (1000g, 5mn, 4°C) et placées dans 1,5mL de tampon 

hypotonique 10mM Tris pendant 45mn à 4°C en présence d’antiprotéases (Roche). Les cellules 

sont ensuite cassées mécaniquement à l'aide d’un potter (30 coups). 5mM d'EDTA sont 

ajoutés au lysat cellulaire qui est centrifugé à 4500g, 10mn, 4°C. Le surnageant contenant les 

membranes plasmiques est gardé et le culot est lavé une deuxième fois dans le tampon Tris 

et est centrifugé une nouvelle fois dans les mêmes conditions. Les surnageants sont ensuite 

ultracentrifugés 175000g, 30mn, 4°C pour sédimenter les membranes plasmiques. Le 

surnageant est une seconde fois ultracentrifugé dans les mêmes conditions. Les membranes 

plasmiques ainsi sédimentées peuvent être analysées par RMN en phase solide ou être 

solubilisées dans des détergents afin de réaliser des expériences par RMN en phase liquide. 

 

2. Etudes par ssNMR 
 

 Différentes expériences sont réalisées sur les préparations de membranes des cellules 

HeLa : 

 

-1D par excitation directe du 13C : L'expérience permet d'observer tous les 13C. Les échantillons 

de cellules sont placés dans un rotor 3,2mm à l'angle magique (54,74°) dans un spectromètre 
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600MHz équipé d'une sonde solide. Les spectres sont enregistrés à 8°C pendant 11mn sur un 

échantillon subissant une rotation de 12kHz. 

 

-1D 13C INEPT (Insensitive Nuclei Enhanced by Polarization Transfer) : L'expérience permet 

d'observer les 13C de régions relativement flexibles en transférant l'aimantation du 1H vers le 
13C via le couplage scalaire. Les échantillons de cellules sont placés dans un rotor 3,2mm à 

l’angle magique dans un spectromètre 600MHz équipé d'une sonde solide. Les spectres sont 

enregistrés à 8°C pendant 3mn sur un échantillon subissant une rotation de 12kHz. 

 

-1D 13C CP (Cross Polarization): L'expérience permet d'observer les 13C de régions relativement 

rigides en transférant l'aimantation du proton au carbone via le couplage dipolaire (à travers 

l'espace). Plus la molécule est rigide, plus le couplage dipolaire est important. Les échantillons 

de cellules sont placés dans un rotor 3,2mm à l’angle magique dans un spectromètre 600MHz 

équipé d'une sonde solide. Les spectres sont enregistrés à 8°C pendant 31mn sur un 

échantillon subissant une rotation de 12kHz. 

 

-Corrélation 13C- 13C via le couplage scalaire par excitation directe du carbone : Ces expériences 

permettent de corréler deux 13C voisins. Les échantillons de cellules sont placés dans un rotor 

3,2mm à l’angle magique dans un spectromètre 600MHz équipé d'une sonde solide. Les 

spectres sont enregistrés à 8°C pendant 37h à une rotation de l'échantillon de 12kHz. 

 

-2D INEPT : Ces expériences permettent de corréler une paire de noyaux 1H et 13C directement 

couplés par une liaison chimique. Les échantillons de cellules sont placés dans un rotor 3,2mm 

à l'angle magique dans un spectromètre 600MHz équipé d'une sonde solide. Les spectres sont 

enregistrés à 8°C pendant 28h à une rotation de l'échantillon de 12kHz. 

 

3. Solubilisation des membranes 
 

 Les culots membranaires peuvent également être solubilisés dans des détergents pour 

des analyses par RMN liquide : 

 

a) Triton X-100 
 

Le culot de membranes plasmiques est repris dans 200µL de détergent non-ionique de 

1% Triton X-100 (Euromedex) dans du D2O à température ambiante et est solubilisé par 

pipetages successifs à température ambiante. 

 

b) OctylPOE 
 

Le culot de membranes plasmiques est incubé dans 200µL de solution 3% octylPOE (n-

octylpolyoxyéthylène) (D2O) pendant 1h à 37°C. La solubilisation totale de l'échantillon est 

vérifiée par l'absence de culot après une ultracentrifugation (175000g, 30mn, 4°C). 
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c) DPC 
 

Le culot contenant les membranes plasmiques est incubé dans 200µL de détergent 

zwitterionique de DPC/FOS12 (n-dodécylphosphocholine) (D2O) pendant 2h à 4°C. La 

solubilisation totale de l'échantillon est vérifiée par l'absence de culot après une 

ultracentrifugation (175000g, 30mn, 4°C). 

 

4. Digestion des HS et CS 
 

Le culot membranaire peut être repris dans du tampon 50mM NaCl, 5mM Tris, 2mM 

CaCl2 (D2O) pH 7,8 auquel sont ajoutées les enzymes héparinase I, héparinase III (Figure 39) et 

chondroïtinase ABC à 0,1U.mL-1 finale pour les héparinases I et III et 2U.mL-1 pour la 

chondroïtinase. La réaction est effectuée à 37°C sous agitation pendant 1h30 et est stoppée 

par dénaturation thermique des enzymes à 100°C pendant 10mn. L’échantillon est ensuite 

centrifugé (4000g, 5mn, température ambiante) et le surnageant est placé dans un tube RMN 

3mm pour son analyse spectrométrique. 

 

5. Analyse par RMN liquide 
 

a) HSQC 
 

-Analyse des membranes solubilisées non-digérées : Les expériences sont enregistrées sur un 

spectromètre 600MHz équipé d'une cryosonde pendant 1h15mn (8 accumulations de 

l'expérience, résolution 1H de 11Hz et 13C de 82Hz pour une fenêtre spectrale 13C de 21kHz). 

 

-Analyse des membranes solubilisées digérées aux héparinases I, III et chondroïtinase ABC : 

Les spectres issus des échantillons digérés sont enregistrés sur un spectromètre 600MHz 

équipé d'une cryosonde pendant 10h10mn (32 accumulations de l'expérience, résolution 
1H=11Hz ; 13C=41Hz pour une fenêtre spectrale 13C de 21kHz). 

 

b) HCCH-COSY (COrrelation SpectroscopY) 
 

 Les spectres issus des membranes solubilisées dans l'octylPOE sont analysés par des 

expériences de type HCCH-COSY. Elles permettent de corréler un proton (1H) avec le carbone 

(13C) sur lequel il est directement lié, et également sur le premier carbone voisin. Les 

expériences sont enregistrées sur un spectromètre 600MHz équipé d'une cryosonde pendant 

39mn (4 accumulations de l'expérience, résolution 1H de 11Hz et 13C de 98Hz pour une fenêtre 

spectrale de 25kHz). 

 

c) HCCH-TOCSY (TOtal Correlation SpectroscopY) 
 

Les spectres issus des membranes solubilisées dans l'octylPOE sont analysés par des 

expériences de type HCCH-TOCSY. Elles permettent de corréler un proton (1H) avec le carbone 

(13C) sur lequel il est directement lié, ainsi qu'avec tous les carbones voisins séparés entre eux 
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par une seule liaison chimique. Les expériences sont enregistrées sur un spectromètre 

600MHz équipé d'une cryosonde pendant 13h15mnn (80 accumulations de l'expérience, 

résolution 1H de 11Hz 13C de 98Hz pour une fenêtre spectrale de 25kHz). 
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Résultats et Discussion 
 

 La connaissance des structures des HS au niveau des membranes plasmiques n'étant 

que parcellaire, le but de notre étude a été de mettre en place un protocole rendant possible 

l'étude de ces polysaccharides dans un contexte nouveau visant à déterminer leur structure 

directement à partir de chaines entières. Dans ces conditions, la RMN est la seule technique 

actuelle permettant d'analyser les chaines d'HS en solution. La technique permet également 

d'envisager l'étude des HS au niveau même des membranes plasmiques. 

 Nous avons donc, dans un premier temps, vérifié l'expression des HS à la surface de 

cellules que nous avons choisi comme modèle cellulaire. A partir de celui-ci, des techniques 

de production d’HS et d’optimisation ont été mises en œuvre. Afin de permettre une analyse 

par RMN et du fait de la faible abondance naturelle de l'isotope 13 du carbone observable par 

cette technique, les chaines d'HS ont été marquées métaboliquement avec le 13C par 

incorporation de 13C-glucose dans le milieu de culture. 

Les HS marqués sont extraits de la surface cellulaire par digestion protéique puis purifiés par 

chromatographie échangeuse d’anions. Cette étape de purification a nécessité de nombreuses 

mises au point afin d’améliorer la qualité et la pureté de l’échantillon. Les HS ainsi marqués et 

purifiés sont récoltés dans des quantités suffisamment importantes pour être analysés 

qualitativement et quantitativement par RMN afin d’en déterminer les caractéristiques 

structurales. En effet, l’enrichissement en 13C permet l'étude de corrélation 1H-13C  dont les 

spectres obtenus sont plus informatifs et résolus que des spectres enregistrés en une seule 

dimension. L’établissement d’un protocole efficace, et validé avec un modèle de fibroblastes 

de souris embryonnaires (MEF) KO pour le gène codant la NDST-1 une enzyme importante dans 

la biosynthèse des HS, permet par la suite l’étude de l’évolution de structures des 

polysaccharides lors d’un phénomène de différenciation cellulaire. 

 Les résultats obtenus par RMN liquide permettent de mettre en place des expériences 

par RMN du solide visant l'analyse des HS directement au niveau des membranes plasmiques. 

L'étude des surfaces cellulaires par cette méthode sera présentée dans la dernière partie. 

 

A. Mise en place d'un protocole de marquage et de purification d'HS entiers 
cellulaires pour leurs analyses RMN 

 

 Dans le but de mettre au point un protocole efficace de marquage et de purifications 

des HS, différents tests et vérifications préalables doivent être effectués. 

 Tout d'abord les cellules HeLa issues de cellules de cancer de col de l'utérus 

(d'Henrietta Lacks qui a donné son nom aux cellules) ont été choisies comme modèle 

cellulaire. Ce sont des cellules épithéliales facilement cultivables et exprimant une quantité 

importante de HSPG à leur surface (Takegawa et al. 2011) comme les syndécans et les 

glypicans (Sarrazin et al. 2011). Nous avons donc, dans un premier temps, vérifié la présence 

des différentes chaines de GAG de type HS et CS au niveau des cellules par cytométrie en flux. 
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1. Vérification de l'expression en HS et CS des cellules HeLa par cytométrie en flux 
 

 Pour la vérification de la présence de GAG au niveau des surfaces membranaires, les 

cellules HeLa adhérentes cultivées dans des conditions standards sont détachées à 37°C de 

leur support par un chélateur d'ions bivalents (l'EDTA). Le fait de détacher les cellules avec une 

solution d’EDTA permet de préserver les HSPG et CSPG présents au niveau des membranes. 

Les cellules sont ensuite incubées à 4°C en présence d'anticorps (primaires) monoclonaux de 

type IgM dirigés spécifiquement contre les HS (mAb 10E4) ou les CS (mAb CS-56). Après cette 

première incubation et lavage des cellules, des anticorps secondaires anti-souris couplés à un 

fluorochrome FITC (fluorescein isothiocyanate) sont utilisés pour la détection par cytométrie 

en flux. L’utilisation d’un isotype IgM non spécifique constitue le contrôle négatif (Figure 68). 

 Les cellules incubées avec l'anticorps spécifique des HS montrent une intensité de 

fluorescence très importante (valeur de la médiane proche de 200) (courbe rouge). Cette 

intensité est comparée à celle du contrôle négatif (contrôle isotypique), correspondant à la 

fixation non-spécifique de l'anticorps secondaire sur les cellules (valeur de la médiane proche 

de 4). Cela montre que les cellules HeLa expriment effectivement à leur surface une quantité 

d'HS importante. 

 Pour la détection des CS, l'intensité de fluorescence obtenue (courbe verte) est 

comparable à celle de l'isotype contrôle, ce qui signifie que très peu de CS sont détectés. 

 Cette technique de cytométrie en flux avec marquage immunocytologique indirect 

(utilisation d'un anticorps primaire et d'un anticorps secondaire) ne permet pas une 

quantification précise des molécules (d'HS en l’occurrence). Cette intensité est également 

dépendante de l'affinité de chaque anticorps. Toutefois, l'analyse par cytométrie en flux a 

permis de vérifier la présence effective et importante des HS à la surface des cellules HeLa. 

Concernant les CS, une quantité très faible ou non-détectée a également été observée. 

 

Figure 68 : Analyse par cytométrie en flux des cellules HeLa. Des anticorps spécifiques sont utilisés pour détecter 
les GAG à la surface des cellules. Détection des HS (rouge) et CS (vert), contrôle isotypique (bleu). 
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2. Conditions de culture et de marquage cellulaire 
 

a) Conditions de culture 
 

 La culture des cellules HeLa en laboratoire dans des conditions appropriées est assez 

classique. Toutefois, bien que des antibiotiques (généralement pénicilline et streptomycine) 

soient généralement ajoutés au milieu de culture afin de prévenir les contaminations 

bactériennes, il a été observé que l'absence de ceux-ci permettait d'augmenter la vitesse de 

croissance des cellules HeLa, c'est pourquoi le milieu n'a pas été supplémenté en 

antibiotiques. De même, le milieu de culture utilisé est sans pyruvate afin d'habituer la cellule 

à produire son propre pyruvate à partir du glucose contenu dans le milieu. Mise à part ces 

spécificités, le milieu de culture est un milieu DMEM (Dulbecco's modified eagle medium) 

classique, additionné de sérum de veau fœtal et de glutamine pour la croissance et la 

prolifération cellulaire. 

 Puisque les HS sont destinés à être analysés par RMN et que cette technique est peu 

sensible, une quantité importante d’HS est nécessaire, et par conséquent une quantité 

importante de cellules les exprimant doit être cultivée. Dans ce but, des tests d'adaptation des 

cellules HeLa adhérentes en condition de non-adhérence ont été réalisés ce qui permet 

d’augmenter la concentration cellulaire, c’est-à-dire d’augmenter la quantité de cellules HeLa 

et donc d’HS récoltés pour un même volume de culture. Pour cela, les cellules sont initialement 

décollées de leur support par digestion à la trypsine afin de cliver les sites d'ancrage. Les 

cellules en solution sont ensuite placées dans un flacon spinner sous agitation magnétique 

constante et ménagée afin de limiter la mort cellulaire et de prévenir leur sédimentation. Les 

cellules sont diluées régulièrement afin de sélectionner les cellules survivant à leur nouvelle 

condition de culture. L'adaptation des cellules est suivie par un test de viabilité avec marquage 

au bleu de trypan permettant d’estimer le taux de mortalité. 

 Au cours des premiers jours de culture (1à 6) dans ces conditions, la mortalité cellulaire 

est progressive et très importante au 6e jour en atteignant un taux de 90% (Figure 69). La 

mortalité cellulaire diminue mais reste relativement stable (autour de 80%) jusqu'au 29e jour. 

Au-delà, 100% des cellules sont mortes (32e jour). Ce test montre qu'il est difficile d'adapter 

Figure 69 : Taux de mortalité des cellules HeLa adhérentes cultivées en spinner en condition de non-adhérence. 
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les cellules HeLa croissant sur un support vers des conditions de culture en solution. Nous 

sommes donc restés dans des conditions de culture d'adhérence classique dans le milieu 

précédemment décrit. 

 Ains, les cellules HeLa adhérentes choisies comme modèle cellulaire, expriment une 

quantité d’HS importante à leur surface et cela a été vérifié par cytométrie en flux. Le but étant 

de réaliser des analyses qualitatives et quantitatives des HS par RMN, il est nécessaire de 

marquer les molécules d'intérêt avec l'isotope 13 du carbone (noté 13C), isotope observable 

par RMN. 

 

b) Détermination des conditions de marquage 
 

 Les HS sont constitués d’enchaînements d'hydrates de carbone. Ils sont 

majoritairement composés de noyaux d'hydrogène et de carbone. L'étude de ces noyaux 

permet par RMN de sonder au niveau de toute la chaine d'HS l'environnement chimique des 

noyaux. Toutefois, les isotopes observables par RMN ne sont pas forcément les plus abondants 

à l'état naturel. Bien que le noyau d'hydrogène (1H) composé d'un seul proton et observable 

par RMN représente plus de 99,9%, le noyau de carbone le plus abondant (12C) n'est pas 

observable. Seul le 13C (nucléairement stable) possède des propriétés physiques lui permettant 

d'être visible par RMN. Cependant, il ne représente que 1,1% à l'état naturel, c'est-à-dire 

qu'environ un noyau de carbone sur cent sera observé en RMN. Afin d'augmenter cette 

quantité en isotope et donc la quantité de signal, des techniques d'enrichissement ou dit “de 

marquage” doivent être mises en place. 

 Afin d'enrichir les chaines d'HS en isotopes observables par RMN, le 13C-glucose a été 

choisi pour supplémenter le milieu de culture dépourvu de glucose. La présence de 13C-glucose 

dans le milieu de culture va être la principale source carbonée pour les cellules et va entrer 

dans le métabolisme des HS car le glucose est le précurseur commun des GlcA et GlcNAc 

(Figure 17). L'utilisation de 13C-glucose permet d'avoir le meilleur ratio efficacité de 

marquage/coût de production. L'inconvénient de l'utilisation de glucose marqué est son 

utilisation centrale dans la cellule pour la formation, notamment, d'autres éléments osidiques 

comme les riboses et désoxyriboses des ARN/ADN. Les différentes formes glycosylées vont 

donc être également marquées à l'isotope 13 du carbone et donc être observables par RMN, 

pouvant encombrer les spectres et rendre difficile les analyses RMN. 

 Le temps de marquage nécessaire pour que les cellules métabolisent efficacement le 
13C-glucose, le transforment et l'intègrent dans la synthèse des chaines de GAG a été 

déterminé. Deux temps de marquage ont été testés, un temps “long” de 7 jours et un temps 

“intermédiaire” de 3 à 4 jours. Après purification et analyse par RMN des HS, dont les 

techniques seront décrites par la suite, il n'a pas été observé de différence significative. La 

principale différence entre les deux temps de marquage est que le temps de marquage dit long 

nécessite un renouvellement de milieu contrairement au temps de marquage intermédiaire. 

Le temps intermédiaire de marquage a donc été choisi car suffisant et nécessitant moins de 
13C-glucose. 

 Une fois marquées, les chaines d'HS doivent être extraites des membranes cellulaires 

et purifiées pour leur analyse par RMN liquide. 
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3. Extraction, purification et analyse RMN des HS 
 

a) Digestion des surfaces cellulaires 
 

 Afin de récupérer efficacement les chaines d'HS à partir de surfaces cellulaires 

marquées, trois protéases citées dans la littérature pour la purification des GAG ont été 

testées : la trypsine (Miettinen et al. 1994), la papaïne (Lindahl et al. 1995) et la pronase (Pomin 

et al. 2010). 

 

(1) Digestion des surfaces cellulaires à la trypsine 
 

 La trypsine est une endoprotéase qui permet de cliver les protéines dans leur partie C-

terminale au niveau des résidus basiques (arginine et lysine) à 37°C et à pH physiologique. Les 

150 millions de cellules marquées sont traitées avec la trypsine pendant 40mn. Après 

digestion, les cellules et les digestats des surfaces cellulaires sont récupérés puis centrifugés 

afin de séparer les cellules des chaines d'HS en solution. Les cellules traitées sont analysées 

par cytométrie en flux après incubation avec des anticorps de reconnaissance spécifique des 

GAG (Figure 70). 

 Les cellules incubées en présence de l'anticorps primaire spécifique des HS (courbe 

rouge) et des CS (courbe verte) montrent des intensités de fluorescence équivalentes à celles 

des cellules marquées avec l’isotype contrôle. Contrairement à ce qui est obtenu pour les HS 

en absence de traitement à la trypsine (Figure 68). Cette diminution drastique de l’intensité 

de fluorescence montre que le traitement à la trypsine permet de couper une grande majorité 

des PG cellulaires. 

 

 

Figure 70 : Analyse par cytométrie en flux des cellules HeLa après digestion à la trypsine. Des anticorps 
spécifiques sont utilisés pour détecter les GAG à la surface des cellules. Détection des HS (rouge) et CS (vert), 
contrôle isotypique (bleu). 
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(2) Digestion des surfaces cellulaires à la papaïne  
 

 Une seconde enzyme à spectre large de digestion, la papaïne, a également été utilisée 

pour digérer les surfaces cellulaires. En effet, la papaïne clive les protéines en position C-

terminale des acides aminés basiques (lysine et arginine) avec un acide aminé hydrophobe N-

terminal. La température optimale d’activité de l’endoprotéase n’est pas compatible avec les 

conditions de cultures cellulaires. En effet, la température d’activité de la papaïne est de 65°C 

et requiert un temps de digestion long (16h). Ces conditions ne sont pas compatibles avec la 

survie des cellules, ce qui rend impossible les analyses par cytométrie en flux des surfaces 

cellulaires qui ont perdu leur intégrité. 

 

(3) Digestion des surfaces cellulaires à la pronase 
 

 Enfin une troisième et dernière enzyme a été utilisée, il s’agit de la pronase qui est en 

réalité un cocktail de protéases (contenant des sérine-protéases, métalloprotéases, 

carboxypeptidases et aminopeptidases) permettant une large digestion des protéines. Les 

cellules sont marquées puis incubées en présence de ces enzymes à 37°C pendant 30mn. Les 

conditions de digestion sont plus ménagées comparées aux conditions de digestion à la 

papaïne. Le taux de survie des cellules avant et après digestion est similaire et supérieur à 90%. 

Toutefois l’analyse par cytométrie en flux des surfaces cellulaires digérées à la pronase montre 

la présence d’HS après traitement (Figure 71). Le cocktail d’enzyme n’est donc pas 

suffisamment efficace comparé au traitement tryspine des surfaces cellulaires qui permet de 

solubiliser tous les HS des surfaces cellulaires. 

 Les digestats, issus des trois digestions des surfaces cellulaires, contenant les HS sont 

ensuite purifiés par chromatographie échangeuse d'anions puis la présence des HS est 

observée par RMN. 

Figure 71 : Analyse par cytométrie en flux des cellules HeLa après digestion à la pronase. Des anticorps 
spécifiques sont utilisés pour détecter les GAG à la surface des cellules. Détection des HS (rouge) et CS (vert), 
contrôle isotypique (bleu). 
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b) Purification et analyse RMN des digestats cellulaires 
 

 Dans un premier temps les échantillons sont purifiés par chromatographie échangeuse 

d'anions du fait de la charge nette négative des chaines d'HS. Toutes les molécules 

d'interaction avec la matrice DEAE (DiEthylAminoEthyl) chargée positivement sont éluées à 

une concentration de 1,5M NaCl qui va casser les interactions électrostatiques. L'élution par 

chromatographie est suivie par l'absorbance des protéines à 280nm et 215nm et des acides 

nucléiques à 260nm. Toutefois, aucune longueur d'onde n'étant spécifique des HS entiers, 

seule l'analyse RMN permet de vérifier la présence des HS. 

 

(1) Purification et analyse RMN de la digestion à la trypsine 
des surfaces cellulaires 

 

 Le digestat des surfaces cellulaires après traitement à la trypsine est chargé sur une 

matrice DEAE. Dans un premier temps, les molécules de très faible interaction ou 

n'interagissant pas avec la matrice sont éliminées par rinçage de la colonne avec du PBS (pH 

6,8) à une faible concentration en sel (150mM NaCl). Les HS d'intérêt, polysulfatés et donc 

interagissant fortement avec la DEAE, sont élués avec une concentration en sel de 1,5M NaCl 

(Figure 72). 

 L'absorbance de la fraction retenue (17-21mL) est saturée (>4000mAU) pour les 

différentes longueurs d'onde observées à 215nm, 260nm et 280nm. Cela indique une quantité 

relativement importante en contaminants protéiques et nucléiques. 

 Cette fraction d'élution est ensuite dessalée, lyophilisée et solubilisée dans de l’eau 

lourde (2H2O ou D2O) pour son analyse par RMN par des techniques 1H-13C HSQC permettant 

de déterminer les corrélations entre 1H et 13C directement liés. Les largeurs spectrales définies 

entre 3ppm et 6,5ppm en 1H et entre 50ppm et 110ppm en 13C permettent d'observer les 

corrélations attendues pour les sucres (Figure 73A). Les contaminants protéiques ne sont donc 

pas observés. Le spectre obtenu montre la présence de différents sucres, et notamment des 

HS (Figure 73A) par comparaison avec le spectre d'HS commercial (Figure 73B). Toutefois, les 

Figure 72 : Purification après digestion à la trypsine de cellules HeLa marquées. Le chromatographe montre 
l'absorbance à 260nm (rouge), 280nm (bleu), 215nm (magenta) ainsi que la conductivité (marron) du digestat. 



  

   120 
 

différentes corrélations observées ne correspondent pas toutes aux HS, et certaines sont 

caractéristiques des acides nucléiques (Figure 73A). En effet, les acides nucléiques sont en 

partie faits d'oses (désoxyriboses et riboses) qui sont synthétisés par la cellule à partir du 13C-

glucose ajouté au milieu de culture. Les déplacements chimiques de ces oses sont proches de 

ceux des HS, notamment dans les corrélations en-dehors des carbones anomériques. 

 En résumé, la purification et l'analyse spectrale permettent de mettre en évidence la 

présence claire d'HS marqués au sein des échantillons issus des digestions des cellules HeLa 

par la trypsine. Toutefois, cette première étape de purification montre également la présence 

de contaminants protéiques, et nucléiques. L'analyse spectrale des HS dans ces conditions ne 

peut pas être quantitative du fait de la présence des riboses/désoxyriboses dont les 

déplacements chimiques sont proches de ceux des HS et pas suffisamment résolus. 

 

(2) Purification et analyse RMN après digestion à la papaïne 
des surfaces cellulaires 

 

 Le digestat des cellules traitées à la papaïne est purifié par chromatographie 

échangeuse d'anions. Ce dernier est élué par un pas en concentration de sel (NaCl) de 0,15 à 

1,5M pour casser les interactions avec la matrice DEAE (Figure 74A). L'absorbance de la 

fraction récoltée (12-20mL) est saturée (>4000mAU) pour les 3 longueurs d'onde observées 

(215nm, 260nm et 280nm), indiquant une quantité importante de contaminants. L'analyse 

plus quantitative de l'échantillon en contaminants nucléiques est réalisée par son absorbance 

à 260nm au Nanodrop qui permet une détermination de la densité optique (DO) plus précise 

(Figure 74B). La DO obtenue à 260nm est de 270, ce qui est à la limite supérieure de l'intervalle 

de confiance de l'appareil. Sachant qu'une unité de DO correspond à une concentration de 

50µg.mL-1 d'ADN double brin et que le volume de fraction est de 8mL, une centaine de 

milligrammes d'acides nucléiques est récoltée (270𝐷𝑂 × 0,05𝑚𝑔. 𝑚𝐿−1 × 8𝑚𝐿 = 108𝑚𝑔). 

 

Figure 73 : Analyse par RMN après digestion à la trypsine de cellules HeLa marquées. Le spectre 13C-HSQC (A) 
est partiellement attribué pour les HS (flèches vertes) et pour les acides nucléiques (flèches rouges) et comparé 
à un  spectre 13C-HSQC d'HS commerciaux (B). 
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 La fraction est également analysée par RMN. Les corrélations 1H-13C montrent 

effectivement en quantité très importante les acides nucléiques à travers les corrélations des 

riboses et désoxyriboses fléchées en rouge (Figure 75A). Toutefois, malgré le recouvrement 

des pics dû à la présence importante en ADN/ARN marqués dans l'échantillon, des corrélations 

appartenant aux HS (fléchées en vert) sont également observées par comparaison avec un 

spectre d'HS commercial (Figure 75B), mais avec des intensités plus faibles comparées aux 

signaux des HS obtenus à partir d'HS de cellules HeLa digérées à la trypsine (Figure 73A). 

 

Figure 74 : Purification et analyses UV après digestion à la papaïne de cellules HeLa marquées. Le 
chromatographe (A) montre l'absorbance à 260nm (rouge), 280nm (bleu), 215nm (magenta) ainsi que la 
conductivité (marron) du digestat. Absorbance UV de l'échantillon (B). 

Figure 74 : Analyse par RMN après digestion à la papaïne de cellules HeLa marquées. Le spectre 13C-HSQC (A) 
est partiellement attribué pour les HS (flèches vertes) et pour les acides nucléiques (flèches rouges) et comparé 
à un  spectre 13C-HSQC d'HS commerciaux (B). 
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 La digestion des surfaces de cellules HeLa à la papaïne se fait dans des conditions létales 

pour les cellules qui larguent toute ou partie de leur matériel génétique. Ces contaminants 

nucléiques, du fait de leur nature similaire aux HS (longs polymères anioniques), vont 

également être purifiés par chromatographie et être observés par RMN. Les HS et les ADN/ARN 

vont être en compétition pour les sites de fixation à la matrice DEAE, ce qui peut diminuer le 

rendement d'HS obtenus. Les analyses RMN avec de telles concentrations en acides nucléiques 

ne sont pas possibles à cause du recouvrement spectral entre les riboses/désoxyriboses et 

glucosamines et acides uroniques. La digestion des surfaces cellulaires par la trypsine est 

préférée à la digestion à la papaïne car elle permet d'avoir un échantillon brut moins 

contaminé, facilitant les étapes de purification et d'analyse. 

 

(3) Purification et analyse RMN après digestion au cocktail 
pronase des surfaces cellulaires 

 

 Comme vu précédemment, le digestat des cellules par la pronase est purifié par 

chromatographie échangeuse d'anions en pas de sel (0,15-1,5M NaCl). La fraction récoltée est 

de 5mL (16,5-21,5mL) (Figure 76) et est donc inférieure à la fraction obtenue après purification 

des digestats des cellules digérées à la papaïne, mais comparable au volume récolté pour les 

digestats à la trypsine. Les absorbances des protéines à 215nm et 280nm ainsi que des acides 

nucléiques à 260nm sont saturées (>4000mAU) et permettent d'estimer la présence de ces 

éléments contaminants dans des quantités relativement importantes. 

 L'analyse par RMN permet de confirmer la présence en quantité importante des acides 

nucléiques (Figure 77A) dont les corrélations sont indiquées par des flèches rouges. 

L'attribution du spectre RMN 1H-13C HSQC montre également la présence significative d'HS au 

sein de l'échantillon dont les pics de corrélation de ces espèces sont indiqués par des flèches 

vertes. 

 

Figure 76 : Purification après digestion à la pronase de cellules HeLa marquées. Le chromatographe montre 
l'absorbance à 260nm (rouge), 280nm (bleu), 215nm (magenta) ainsi que la conductivité (marron) du digestat. 
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 Les signaux obtenus par RMN pour cette préparation d’HS semblent être moins 

intenses que ceux obtenus à partir des HS extraits de cellules HeLa digérées à la trypsine. Les 

analyses par cytométrie en flux – après digestion des surfaces cellulaires au cocktail pronase 

ont permis de montrer que quelques chaines d’HS sont encore présentes après digestion 

(Figure 71) contrairement au traitement à la tryspine qui permet une digestion totale (Figure 

70). 

 En somme, les résultats précédents montrent que le traitement à la papaïne à cause 

des conditions de digestion n’est pas idéal car il provoque la mort des cellules et le relargage 

de leur contenu génétique, polluant de ce fait les étapes de purification et d'analyse. La 

digestion “pronase” quant à elle permet de limiter cette contamination aux ADN/ARN, mais 

l'analyse RMN ne montre pas une quantité importante en HS comparée à la digestion des 

cellules par la trypsine pour une même quantité cellulaire. Cette dernière permet en effet de 

limiter la présence de contaminants dans la fraction étudiée, et montre une digestion des 

surfaces cellulaires optimale pour la solubilisation des chaines d'HS par clivage des PG. 

 Pour la suite de la purification, les échantillons obtenus à partir des digestions des 

cellules HeLa par la trypsine et purifiés par chromatographie échangeuse d'anions doivent être 

digérés de manière plus approfondie, et principalement en digérant les acides nucléiques qui 

gênent les analyses spectrales. 

 

c) Digestion des principaux contaminants, les acides nucléiques 
 

 Les premières purifications présentées précédemment ont mis en évidence la présence 

de sucres marqués qui peuvent être analysés par RMN dans une certaine mesure. Parmi eux, 

se trouvent les HS d'intérêt pour notre étude, mais également les oses d'acides nucléiques. Du 

fait de leur présence, les études par RMN ne permettent pas de caractériser finement les HS 

Figure 77 : Analyse par RMN après digestion à la pronase de cellules HeLa marquées. Le spectre 13C-HSQC (A) 

est partiellement attribué pour les HS (flèches vertes) et pour les acides nucléiques (flèches rouges) et comparé 

à un  spectre 13C-HSQC d'HS commerciaux (B). 
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car les déplacements chimiques des différentes espèces ne sont pas toujours suffisamment 

résolus. Les fractions obtenues après cette première étape de digestion protéique et de 

chromatographie échangeuse d'anions doivent encore être débarrassées des contaminants 

ADN/ARN. Pour cela, deux enzymes, la benzonase et la DNase I, décrites dans la littérature 

pour la purification des HS (Lindahl et al. 1995) (Habuchi et al. 2007), ont été testées afin de 

déterminer leur efficacité dans nos conditions expérimentales. 

 

(1) Digestion à la benzonase, purification et analyse RMN d'HS 
cellulaires 

 

 Des tests de digestion ont, en premier lieu, été réalisés à la benzonase sur les fractions 

récoltées après une première étape de purification par chromatographie des HS issus de 

cellules digérées à la trypsine. La benzonase est une endonucléase à spectre de digestion large 

qui dégrade les ARN et les ADN. Les échantillons sont digérés à 37°C pendant 21h puis chargés 

sur une colonne de chromatographie échangeuse d'anions pour leur purification par la même 

méthode chromatographique (Figure 78). La fraction d'élution qui précédemment avait une 

absorbance saturante aux différentes longueurs d'onde (215nm, 260nm et 280nm) a 

maintenant des absorbances quantifiables (1000mAU à 280nm, 2200mAU à 260nm et plus de 

2400mAU à 215nm). Cette baisse générale de l'absorbance montre qu'il y a eu effectivement 

une dégradation des acides nucléiques après traitement à la benzonase mais également une 

dégradation au cours du temps des contaminants protéiques. 

 La fraction d'élution (8-11mL) est ensuite analysée par RMN (Figure 79). L'attribution 

partielle de l'échantillon permet d'observer toujours les pics attendus pour les HS (spectre 

noir) observés avant digestion à la nucléase (spectre cyan). Cependant, les corrélations des 

riboses et désoxyriboses sont toujours observées dans des quantités importantes dans cet 

échantillon, et ce malgré une absorbance à 260nm plus faible. La benzonase apparaît donc 

comme une enzyme ne permettant pas la digestion totale des acides nucléiques qui sont 

toujours présents dans des échantillons complexes issus de digestion de cellules. C'est 

Figure 78 : Purification après digestion à la benzonase d’HS extraits de cellules HeLa marquées digérées à la 

trypsine. Le chromatographe montre l'absorbance à 260nm (rouge), 280nm (bleu), 215nm (magenta) ainsi que 

la conductivité (marron) du digestat. 
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pourquoi, une deuxième nucléase a également été testée. 

 

(2) Digestion à la DNase I, purification et analyse RMN d'HS 
cellulaires 

 

 L'utilisation de DNase I a également été décrite dans la littérature (Habuchi et al. 2007). 

Les fractions d'élution récoltées après digestion des surfaces cellulaires à la trypsine et 

purifiées sur colonne échangeuse d'anions sont digérées dans des conditions similaires à la 

benzonase, à 37°C mais dans des temps plus longs (24h) puis chargées sur une colonne de 

DEAE.  Le chromatographe dans sa partie d'élution en 1,5M NaCl est présenté Figure 80. La 

fraction (6-8mL) a une absorbance à 280nm inférieure à 500mAU indiquant une quantité 

réduite de contaminants de nature protéique. Une forte diminution de l'absorbance est 

également observée à 260nm qui n'est plus que de 700mAU après traitement à la DNase I 

contre une absorbance qui saturait (>4000mAU) avant traitement à cette nucléase (Figure 72). 

 L'analyse spectroscopique 2D de corrélation 1H-13C par RMN montre toujours la 

présence des corrélations attendues pour les HS (Figure 81), mais les corrélations des oses des 

acides nucléiques (désignées par les flèches rouges) sont nettement moins intenses dans cette 

analyse comparée à la fraction digérée à la benzonase (Figure 79).  Dans des conditions 

spectroscopiques similaires, la baisse de cette intensité est liée à une baisse de la quantité 

d’acides nucléiques au sein de l'échantillon, ce qui est aussi vérifié par la comparaison des 

absorbances UV à 260nm. Un échantillon avec un degré de pureté similaire permet d'envisager 

des études structurales plus fines par RMN, comme des analyses quantitatives et une 

détermination précise par attribution des différentes unités disaccharidiques composant les 

Figure 79 : Analyse par RMN de l'extrait d'HS de cellules HeLa marquées avant (spectre cyan) et après (spectre 

noir) digestion à la benzonase. Les spectres 13C-HSQC sont partiellement attribués pour les HS (flèches vertes) 

et pour les acides nucléiques (flèches rouges). 
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HS issus de surfaces de cellules HeLa. 

 En conclusion, pour une digestion complète des acides nucléiques présents dans les 

extraits issus des digestions cellulaires, la benzonase se révèle relativement peu efficace. En 

effet, la digestion n'est pas totale dans les quantités d'enzyme et temps expérimentaux mis en 

place. La DNase I montre cependant une meilleure efficacité d’après le spectre de digestion. 

Le traitement à la DNase I permet d'obtenir un échantillon suffisamment pur pour des analyses 

RMN plus poussées. Par conséquent, l'utilisation de la DNase I a finalement été préférée à la 

benzonase. De plus les conditions de digestion de la DNase I (pH d’activité optimal de l’enzyme 

Figure 80 : Purification après digestion à la DNase I d'HS extraits de cellules HeLa marquées digérées à la 

trypsine. Le chromatographe montre l'absorbance à 260nm (rouge), 280nm (bleu), 215nm (magenta) ainsi que 

la conductivité (marron) du digestat. 

 

Figure 81 : Analyse par RMN de l'extrait d'HS de cellules HeLa marquées avant (spectre cyan) 

et après (spectre noir) digestion à la DNase I. Les spectres 13C-HSQC sont partiellement attribués 

pour les HS (flèches vertes) et pour les acides nucléiques (flèches rouges). 
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plus proche du pH du tampon de purification, présence de 0,15M NaCl dans le tampon 

d'enzyme comme dans le tampon de purification...) permettent une purification plus simple 

de l'échantillon. 

 Ainsi, un protocole de purification efficace a pu être élaboré, permettant d'envisager 

une analyse par RMN qualitative et quantitative. Cependant, des améliorations à ce protocole 

peuvent être apportées dans le but d'augmenter la quantité d'HS récoltés, d’optimiser les 

étapes de chromatographie et de réduire des pertes de matériel dues aux nombreuses 

manipulations. 

 

4. Amélioration des conditions d'extraction et de purification des HS cellulaires 
 

 Afin d’obtenir une quantité de 200 millions de cellules, 10 flasques de culture de type 

T175 sont nécessaires. En plus de l’espace important occupé au niveau de l’incubateur CO2, 

ces 10 flasques nécessitent beaucoup de manipulation. C’est pourquoi des tests sur différents 

types de flasques, avec une surface totale identique mais occupant un espace plus réduit et 

permettant moins de manipulations, ont été réalisés. 

 

a) Choix des flasques de culture 
 

 Du fait de la faible sensibilité de la technique RMN, une production importante d'HS 

doit être réalisée afin d'avoir suffisamment de matériel pour leur analyse fine. Nous avons 

donc testé des flasques adaptées à la culture d’un grand nombre de cellules dans un volume 

restreint. Deux systèmes différents ont été testés pour l'extraction d'HS à partir de 200 millions 

de cellules. 

 

(1) Système HYPERflaskTM (Corning Life Science®) 
 

 Ce système correspond à une surface de culture de 1750cm² fortement compactée 

(voir Figure 65). Après marquage des cellules au 13C-glucose, les PG des surfaces de ces 

dernières doivent être digérés afin de libérer les chaines de GAG et permettre leur purification 

et analyse spectrale. La configuration de ces flasques est telle qu’il n’est pas possible de 

recouvrir toute la surface de culture avec un volume raisonnable de solution de trypsine. Une 

agitation manuelle est nécessaire afin de pouvoir digérer efficacement toutes les cellules 

contenues dans la flasque de culture. Ces conditions d'extraction assez drastiques sont 

délétères pour les cellules qui larguent en abondance leur matériel génétique. De plus, du fait 

de ces contraintes, il est difficile de réaliser un comptage des cellules marquées, toutefois nous 

pouvons considérer que le nombre de cellule  reste proche de 200 millions de cellules. Après 

digestion des surfaces cellulaires et centrifugation, le surnageant doit ensuite être filtré 

(diamètre de 1,2µm) afin d'éliminer les éléments insolubles. 

 Après filtration, l'échantillon est purifié par chromatographie échangeuse d'anions 

(Figure 82A). Les interactions matrice-anions sont cassées par une forte concentration saline. 

Cette concentration en sel est suivie au travers de la conductivité (courbe marron) de la 

solution analysée en sortie de colonne et est donnée en milliSiemens par centimètre. Les 
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éléments élués sont détectés par leur absorbance UV à 260nm pour les acides nucléiques et à 

215nm et 280nm pour les protéines. Les absorbances (données en unités arbitraires AU) de 

l'éluat (11-16mL) sature au niveau du détecteur (>4000mAU) aux différentes longueurs 

d'ondes, indiquant la présence en quantité importante de protéines et d'acides nucléiques. La 

fraction d'élution est ensuite analysée par RMN (Figure 82B). 

 Le spectre de corrélation 1H-13C obtenu et zoomé dans une zone de déplacements 

chimiques particuliers attendus pour les HS montre effectivement la présence importante des 

sucres des ADN et ARN à 5,4-6,2ppm en 1H et 90-95ppm en 13C (encadré rouge) et corrèle avec 

les données d'absorbance UV à 260nm. L'analyse RMN de la fraction révèle également la 

présence de pics de corrélation appartenant aux héparanes sulfates (cercles verts). 

 Ainsi l'extraction, la purification et la détermination par RMN de la digestion des 

surfaces de cellules HeLa cultivées dans le système HYPERflaskTM rendent compte d'un degré 

de contamination aux protéines et aux acides nucléiques important. Ces derniers possédant 

également un ose ont un déplacement chimique  1H-13C similaire aux HS et sont observés dans 

la même fenêtre spectrale, contrairement aux protéines, ce qui peut rendre difficile une 

analyse qualitative fine par la suite. 

Un second système de flasque de culture cellulaire a également été testé. 

 

(2) Système T600 (EDM Millipore) 
 

 Le système T600 correspond à une triple flasque (3 surfaces cellulaires de 200cm²) et 

est apparenté au système de culture cellulaire classique, mais avec un volume de boite plus 

restreint et donc plus facile à manipuler. La surface de culture par boite est de 600cm², ce qui 

est inférieur au système HYPERflaskTM. Pour une même quantité de cellules cultivées, trois 

T600 sont nécessaires, ce qui augmente le nombre de manipulations mais cela reste tout à fait 

acceptable. 

Figure 82 : Purification et analyse RMN d'une digestion à la trypsine de cellules HeLa cultivées en système 

HYPERflaskTM. Le chromatographe (A) montre l'absorbance à 260nm (rouge), 280nm (bleu), 215nm (magenta) 

ainsi que la conductivité (marron) du digestat. Le spectre de RMN 1H-13C HSQC (B) est partiellement attribué pour 

les HS (flèches et cercles verts) et pour les acides nucléiques (encadré rouge). 
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 Après marquage, les surfaces cellulaires sont digérées plus aisément, la solution 

enzymatique de trypsine pouvant recouvrir toutes les surfaces cellulaires et ne nécessitant pas 

d'agitation mécanique. La mort cellulaire est alors bien moins importante, et une simple étape 

de centrifugation permet de séparer le digestat des cellules. La solution contenant les GAG 

cellulaires est purifiée comme précédemment par chromatographie échangeuse d'anions 

(Figure 83A). Un step de sel permet de casser les interactions matrice-anions. La fraction 

d'élution (17-21mL) est saturée (>4000mAU) aux différentes longueurs d'onde observées 

(215nm, 260nm et 280nm). 

 L'analyse RMN 1H-13C de l'échantillon obtenu (Figure 83B) montre clairement les 

corrélations attribuées aux HS (cercles verts). La présence de contaminants nucléiques est 

toujours observée (5,8-91ppm 1H-13C) (encadré rouge), mais le ratio de l'intensité des pics des 

riboses/désoxyriboses par rapport à l'intensité des pics d'HS est nettement moindre, ce qui 

montre, malgré des absorbances saturantes à 260nm pour chaque chromatographie, que la 

quantité en acides nucléiques est plus faible après extraction d'une même quantité d'HS dans 

le système T600. 

La flasque T600, bien que plus restreinte en surface, offre un avantage certain pour la 

digestion des surfaces cellulaires, contrairement au système HYPERflaskTM. La perte de surface 

de culture peut être aisément compensée par l'augmentation du nombre de T600. Les 

conditions de digestion des surfaces cellulaires étant plus faciles et moins délétères pour les 

cellules, cela permet d'obtenir un premier digestat brut moins contaminé, notamment aux 

acides nucléiques dont les déplacements chimiques de leur ose peuvent être problématiques 

pour l’analyse RMN. A la vue des nombreux avantages comparés au système HYPERflaskTM, 

les T600 ont été logiquement choisies pour les préparations cellulaires. 

 

Figure 83 : Purification et analyse RMN d'une digestion à la trypsine de cellules HeLa cultivées en système 

T600. Le chromatographe (A) montre l'absorbance à 260nm (rouge), 280nm (bleu), 215nm (magenta) ainsi que 

la conductivité (marron) du digestat. Le spectre de RMN 1H-13C HSQC (B) est partiellement attribué pour les HS 

(traits et cercles verts) et pour les acides nucléiques (encadré rouge). 
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b) Optimisation de la méthode d'élution des HS par chromatographie 
échangeuse d'anions 

 

 Différentes techniques d'élution ont été testées dans le but de récupérer dans la 

fraction d'intérêt un maximum d'HS d'intérêt. Une première méthode a été d'éluer les 

molécules anioniques d'interaction avec un changement de concentration en NaCl non-

progressif (de 0,15 à 1,5M NaCl) afin de casser toutes les interactions électrostatiques (faibles, 

intermédiaires et fortes) créées avec la matrice DEAE. Cette technique est dite “en pas” de sel, 

ou step. Une seconde méthode quant à elle dite en « gradient de sel » permet d’augmenter 

progressivement la concentration en sel et de détacher de la colonne les différentes molécules 

anioniques selon leur charge nette, les plus grosses étant éluées en dernier. 

 

(1) Élution en step 
 

 Un chromatographe type de cette méthode de purification est illustré Figure 84A. Lors 

de l'augmentation de concentration en NaCl, suivie par l'augmentation de la conductivité 

Figure 84 : Purification par palier de sel et analyse RMN d'une digestion à la trypsine de cellules HeLa. Le 

chromatographe (A) montre l'absorbance à 260nm (rouge), 280nm (bleu), 215nm (magenta) ainsi que la 

conductivité (marron) du digestat. Les spectres de RMN 1H-13C HSQC de l'effluent (B) et de l'éluat (C) sont 

partiellement attribués pour les HS (cercles verts). 
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(courbe marron), toutes les molécules anioniques absorbant à 215nm, 260nm et 280nm 

semblent être élués entre 16mL et 22mL. La fraction précédente (0-16mL) éluée avec 150mM 

NaCl constitue le flowthrough ou effluent c'est-à-dire la fraction contenant des molécules 

n'interagissant pas ou très faiblement avec la matrice. Pour plus de lisibilité, le 

chromatographe est zoomée dans sa partie d'élution de 12 à 24mL. Une absorbance saturant 

aux différentes longueurs d'onde est observée dans les premiers millilitres de rinçage de la 

colonne (non-montré). Cet effluent est ensuite dessalé, lyophilisé et solubilisé dans de l’eau 

lourde (D2O) pour son analyse par RMN bidimensionnelle HSQC de corrélation 1H-13C (Figure 

84B). 

 Les déplacements chimiques attendus pour les différents noyaux des HS sont encerclés 

en vert sur le spectre RMN. Dans cette fraction, toutes les corrélations ne sont pas observées, 

notamment les corrélations 1H2-13C2 des GlcA (3,36-76,5ppm 1H-13C) des glucosamines N-

sulfatées (3,25-61ppm 1H-13C). La fraction flowthrough de cette purification ne contient donc 

pas les HS d'intérêt. 

 En revanche, l'analyse spectroscopique de RMN de l'éluat à forte concentration en NaCl 

(16-22mL) révèle toutes les corrélations attendues pour les HS encerclées en vert (Figure 84C) 

pour les acides uroniques et les glucosamines. Le spectre montre également une certaine 

quantité en composés sucrés n'appartenant pas aux GAG. 

 

(2) Élution en gradient de sel 
 

 Une seconde méthode de purification testée a été d'éluer les molécules interagissant 

avec la matrice de la colonne de chromatographie en gradient de NaCl afin de séparer les 

composés anioniques de faible interaction et de petite taille des molécules de forte avidité 

pour cette matrice. Deux fractions ont été obtenues par cette méthode (Figure 85A) : une 

première fraction (12-17mL) éluée en faible concentration de sel (0,15-0,6M NaCl pour une 

conductivité de 21mS/cm à 50mS/cm). Les absorbances aux différentes longueurs d'onde ne 

saturent pas comparé à une élution en step de sel, ce qui laisse penser à une quantité en 

contaminants plus faible. L'analyse RMN de cette première fraction d'élution (Figure 85B) 

montre la présence de composés dont les déplacements chimiques appartiennent aux sucres 

(la fenêtre spectrale est centrée sur cette région), mais qui ne sont pas des HS. En effet, les 

déplacements chimiques attendus pour ces derniers, encerclés en vert, ne sont pas observés, 

indiquant leur absence de l'échantillon ou dans des quantités trop faibles pour être détectées. 

 La fraction d'élution (18-22mL) avec une concentration en sel plus importante de 0,6 à 

0,9M NaCl a une absorbance maximale à 260nm et 280nm (600mAU et 500mAU 

respectivement) similaire à l'absorbance maximale de la fraction précédente éluée en 

concentration de sel moins importante. L'absorbance à 215nm des liaisons peptidiques est en 

revanche plus faible (1100mAU) que la fraction précédente (1500mAU) (Figure 85A). L'analyse 

du spectre RMN de cette fraction d'intérêt montre la présence de contaminants en quantité 

relativement importante mais également la présence très nette des HS à travers la présence 

de corrélations spécifiques attendues aux déplacements chimiques des HS (encerclés en vert) 

(Figure 85C). Les fractions éluées à des concentrations supérieures en sel ne montrent aucune 

corrélation (non-montré), signifiant que tous les composés sont élués jusqu'à ≈1M NaCl. 
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L'analyse RMN de la fraction non-retenue (flowthrough) ne montre pas la présence d'HS 

(spectre non montré, similaire à la Figure 84B). 

 Ensemble, ces deux méthodes de purification montrent que les HS sont retenus par la 

matrice DEAE avec une forte avidité. En effet, l'analyse RMN des effluents ne montre pas de 

corrélation attendue pour ceux-ci dans des régions spécifiques du spectre. Les HS sont en fait 

élués à une concentration saline supérieure à 0,6M NaCl, déterminée grâce à une élution en 

gradient de sel. L'utilisation d'un gradient de sel permet d'éliminer une partie des 

contaminants anioniques de faible interaction avec la DEAE ou de petite taille. Les longues 

chaines d'HS, mais également d'acides nucléiques nécessitent une concentration en sel plus 

importante pour casser toutes les interactions électrostatiques. L'utilisation d'un gradient de 

sel est donc nécessaire afin de disposer d'échantillons d'HS plus purs et plus facilement 

analysables. Ces échantillons nécessitent cependant une digestion des acides nucléiques à la 

Figure 85 : Purification par gradient de sel et analyse RMN d'une digestion à la trypsine de cellules 

HeLa. Le chromatographe (A) montre l'absorbance à 260nm (rouge), 280nm (bleu), 215nm (magenta) 

ainsi que la conductivité (marron) du digestat. Les spectres de RMN 1H-13C HSQC des fractions éluées 

en faible concentration (B) et en forte concentration NaCl (C) sont partiellement attribués pour les HS 

(cercles verts). 
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DNase I comme établi précédemment afin de disposer d'échantillons de qualités pour des 

analyses RMN plus complètes. 

 

 Pendant le processus de purification, deux à trois étapes de digestion et de 

chromatographie sont nécessaires au cours desquelles du matériel d'intérêt peut être perdu. 

Dans le but de limiter ces pertes d'échantillon, une stratégie de réduction du nombre d'étape 

a été envisagée. 

 

c) Réduction d'étapes pré-analytiques 
 

 Les étapes critiques dans la perte d'échantillon sont principalement les étapes de 

chromatographie. Afin de ne procéder qu'à une seule chromatographie échangeuse d'anions, 

les digestions des protéines et des acides nucléiques doivent toutes précéder celle-ci. Suite au 

traitement à la trypsine des surfaces cellulaires, le digestat produit est lyophilisé puis repris 

dans 30mL d'eau. La solution est ensuite dialysée. Lors de cette étape, des précipités sont 

formés et éliminés par centrifugation. Le dialysat est ensuite concentré pour se placer dans de 

bonnes conditions de digestion enzymatique à la DNase I. A la suite de cette digestion 

l'échantillon est alors purifié par chromatographie échangeuse d'anions. 

 Les molécules ayant interagit avec la matrice DEAE, sont éluées en gradient de sel 

comme déterminé précédemment. Le chromatographe présente deux pics peu résolus (Figure 

86A). Dans le premier pic (10-16mL) une absorbance de 100mAU est mesurée à 260nm. Cette 

absorbance est plus faible que l'absorbance du second pic (17-23mL) qui est de 280mAU. 

Figure 86 : Purification et analyse RMN d'une digestion à la trypsine puis DNase I de cellules HeLa. Le 

chromatographe en gradient de sel (A) montre l'absorbance à 260nm (rouge), 280nm (bleu), 215nm (magenta) 

ainsi que la conductivité (marron) du digestat. Le spectre de RMN 1H-13C HSQC (B) est partiellement attribué et 

indique les corrélations observées et attendues pour les HS (flèches et cercle verts) et pour les acides nucléiques 

(flèches rouges). 
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L'absorbance des protéines/peptides est de 300mAU à 215nm pour chacun des deux pics et 

de 60mAU et 150mAU à 280nm pour les pics 1 et 2 respectivement. 

 L'analyse RMN de la fraction de 10 à 16mL ne montre aucune corrélation observable 

dans nos conditions spectroscopiques (non-montré). La fraction correspondant au second pic 

(17-23mL) contenant les molécules de forte interaction électrostatique, en revanche, montre 

des corrélations observables par RMN (Figure 86B). Toutefois, les déplacements chimiques 

observés correspondent majoritairement à ceux des oses des acides nucléiques indiqués en 

rouge. Les corrélations attendues pour les HS indiquées en vert ne sont pas observées ou avec 

une sensibilité très basse. 

 En résumé, la stratégie mise en place afin de réduire le nombre d'étapes de 

chromatographie s'est montrée peu efficace pour obtenir des HS purs et en quantité 

suffisante. Des stades  lors de la préparation de l'échantillon semblent être critiques dans la 

perte d'échantillon. Une de ces étapes est la dialyse où des précipités se forment, pouvant 

entrainer les molécules d'intérêt. Un second essai réalisé pour confirmer le résultat n'a pas 

donné de résultats probants. 

 

 Le protocole de purification d'HS cellulaires mis en place consiste dans un premier 

temps en l’extraction d’HS par digestion enzymatique à partir des cellules marquées au 13C. Le 

nombre de cellules marquées, nécessaires à cette préparation est de 200 millions de cellules, 

cultivées dans trois flasques T600. Les extraits solubles obtenus après traitement à la trypsine 

et contenant les 13C-HS sont ensuite purifiés par chromatographie échangeuse d’anions en 

gradient de sel. Les fractions récoltées dans lesquelles se trouvent les HS sont digérées à la 

DNase I afin d'éliminer les contaminants des acides nucléiques, les riboses et désoxyriboses, 

également marqués et visibles par RMN dans la même fenêtre spectrale. Les échantillons sont 

une nouvelle fois chargés sur colonne échangeuse d'anions et élués en gradient de sel. La 

fraction d'élution à forte concentration saline présente les corrélations attendues pour les HS 

avec une réduction nette de la quantité d'ADN/ARN et permet une analyse qualitative et 

quantitative de la structure des HS. 

 

5. Quantification des HS 
 

 Afin de caractériser les échantillons purifiés, il est important de déterminer assez 

précisément la quantité d'HS récoltés à la surface membranaire des cellules HeLa. Toutefois il 

n'existe pas de méthodes simples et fiables pour l'analyse des HS dans ces conditions 

complexes. Cependant, il existe différentes techniques utilisées qui ont été testées et qui 

seront présentées pour un même extrait issu de digestion à la trypsine des surfaces cellulaires 

et purifié une première fois par chromatographie échangeuse d'anions. 

 

a) Dosage des acides uroniques par la méthode au carbazole 
 

  Le dosage au carbazole (Bitter & Muir 1962) repose sur la fixation de ce 

composé coloré sur un dérivé des acides uroniques (qui composent les HS, CS et HA) créés 

dans certaines conditions (voir matériel et méthode). L'absorbance à 530nm est donc 
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proportionnelle à la quantité en acide uronique. La réactivité croisée des autres GAG semble 

limitée car seuls les HS sont observés sur les surfaces cellules par cytométrie en flux (Figure 

68). 

 Une gamme étalon est réalisée par dilution en cascade d'un échantillon d'HS de 

concentration connue. Les valeurs d'absorbance à 530nm sont données en fonction de la 

concentration en HS et une droite d'équation de la forme 𝑦 = 𝑎𝑥 + 𝑏 correspondant à cette 

gamme est tracée (Figure 87). Le coefficient de détermination R² est calculé ; plus sa valeur 

tend vers 1 et plus la droite est représentative du modèle (ici l'absorbance à 530nm en fonction 

de la concentration en HS). 

 L’absorbance de l’échantillon mesurée est de 0,53 ce qui représente une concentration 

de 100µg/mL d’après la gamme étalon. Sachant que le volume totale est de 400µL, la quantité 

en HS (et CS potentiels) est de l’ordre de 40µg issus de 200 millions de cellules HeLa. L'analyse 

a également nécessité 50µL d'échantillon, soit 13% du matériel obtenu (≈5µg). 

 La concentration en HS de l'extrait a également été estimée par une seconde méthode, 

commerciale, dans le but de quantifier les HS dans l'extrait et de comparer les deux méthodes. 

 

b) Dosage des GAG sulfatés par la méthode BlyscanTM commercial 
 

 Cette technique repose sur l'interaction entre le colorant “Blyscan” et les groupements 

sulfates des GAG (voir partie Matériel et Méthodes et Figure 67). Tous les sulpho-GAG (sGAG) 

sont donc quantifiés en fonction de leur quantité en sulfates. 

 Comme précédemment, une gamme étalon en quantité de sGAG connue est établie en 

fonction de leur absorbance à 630nm. Une droite est tracée à partir des valeurs obtenues et 

le coefficient de détermination (R²) est calculé à partir de ces mêmes valeurs. Le R² obtenu 

(0,9959) (Figure 88) est proche de 1 ce qui signifie que l'absorbance à 630nm est 

proportionnelle à la quantité de sGAG dans l'échantillon. 

 L'absorbance à 630nm de l'extrait d'HS issu de la digestion à la trypsine de 200 millions 

Figure 87 : Dosage par carbazole de l’échantillon pour déterminer la concentration d'HS cellulaires entiers 

issus de cellules HeLa digérées à la trypsine. La croix rouge correspond à l'absorbance de l'extrait à 530nm 

reportée sur la droite de régression linéaire. 
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de cellules HeLa est lue dans les mêmes conditions que pour la gamme étalon et est de 0,249 

pour un volume de 5µL ; c'est-à-dire que pour l'extrait de 100µL une estimation de 25µg en 

sGAG est obtenue. Cette estimation est inférieure à celle donnée par la méthode de dosage 

au carbazole, ce qui peut s'expliquer en partie par la perte d'échantillon utilisée pour le 

précédent dosage. Toutefois, cette estimation est d'autant plus proche de la réalité que la 

quantité de sulfate par chaine pour les sGAG de la gamme étalon est similaire à celle des HS 

de l'extrait cellulaire. Les sGAG de la gamme étalon étant en réalité des CS-A (C4S), la 

quantification en HS de l'extrait est donc surestimée car les HS sont généralement plus sulfatés 

que les CS. 

 Le colorant Blyscan se servant des propriétés électronégatives des composés pour se 

fixer, la fiabilité de la méthode a été testée en fixant du colorant sur l'ADN qui est une molécule 

poly-phosphatée. Une quantité de 3µg d'ADN entier et digéré ont été mis en présence du 

colorant dans les mêmes conditions que celles décrites pour les extraits cellulaires. La 

quantification de l'ADN non fragmenté est totale alors qu'environ un tiers (1,18µg) du colorant 

a pu se fixer sur le digestat d'ADN. 

 Ensemble ces résultats suggèrent que le dosage au colorant Blyscan est peu spécifique 

et nécessite un échantillon pur et une connaissance préalable de la sulfatation de l'extrait afin 

d'établir une gamme étalon adéquate. Nos extraits de cellules comprenant toujours une 

certaine quantité en acides nucléiques, il n'est pas possible de calculer directement la quantité 

en HS dans nos digestats cellulaires. 

 Enfin, une dernière méthode de quantification, par spectroscopie RMN, a également 

été mise en place pour estimer la quantité en HS cellulaires. 

 

c) Dosage des HS par RMN 
 

 La détermination de la quantité en HS des cellules par RMN est réalisée par 

comparaison avec un échantillon d'HS de masse connue. Comme vu dans la partie 

Figure 88 : Dosage par blyscan de l’échantillon pour déterminer la quantité d'HS cellulaires entiers issus de 

cellules HeLa digérées à la trypsine. Sur la droite de régression linéaire sont reportées les absorbances à 630nm 

de l'extrait d'HS cellulaires (croix rouge), d'ADN non-digéré (croix verte) et d'ADN digéré (croix magenta). 
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introduction, l'intensité d'un signal en RMN dépend du temps expérimental (qui lui-même 

dépend du nombre d'itérations de l'expérience RMN dans les différentes dimensions 

considérées), du gain et de la quantité en noyaux observables. 

 Un spectre est enregistré à partir d'un échantillon d'HS commercial de 2mg non-

marqué. La quantification est réalisée par l'intégration du volume des pics de corrélation 1H-
13C des glucosamines. Le signal observé dépend donc de la probabilité d'avoir un 1H (99,99%) 

directement couplé avec un  13C (1,1%) (Figure 54) soit une probabilité de 1,1%. Sur les 2mg 

d'HS commerciaux, seulement 20µg sont donc observables. Le volume des signaux des 

glucosamines observées est 8,2 pour un temps expérimental de 13h15mn (Figure 89). 

 Notre extrait issu de 200 millions de cellules HeLa, en considérant qu'il est marqué à 

100% en 13C, analysé en 16h a un volume de pic au niveau des glucosamines de 3,8. En prenant 

en compte ce volume en fonction du temps d'expérience comparé à l'échantillon d'HS connu, 

une dizaine de microgrammes d'HS est ainsi estimée (Figure 89). La quantification par RMN 

offre l'avantage de pouvoir intégrer des pics appartenant spécifiquement aux HS, et ainsi de 

ne pas quantifier des contaminants, comme cela est le cas avec le dosage au blyscan. Des biais 

peuvent cependant être introduits du fait des conditions spectroscopiques différentes (temps 

expérimental, champ magnétique...) et expérimentalement par les différentes limites 

d'intégration des pics observés.   

 

 En résumé, la quantification des HS cellulaires n'est pas aisée du fait de la complexité 

de l'échantillon et des réactions ou conditions parasites qui peuvent biaiser les résultats 

obtenus. Cependant, les différentes méthodes de dosage colorimétrique et spectroscopique 

permettent d'estimer à environ une dizaine de microgrammes la quantité d'HS obtenue après 

digestion, extraction et purification à partir de 200 millions de cellules HeLa. Les analyses RMN 

Figure 89 : Dosage par RMN d'une fraction d'HS issus de cellules HeLa comparativement à un échantillon 

commercial de masse connue. Les temps expérimentaux, volumes des pics de corrélation H2-C2 des glucosamines 

et des quantités en HS connus ou calculés sont donnés en A. Les spectres HSQC au niveau des pics intégrés sont 

montrés pour les HS commerciaux (B) et pour l’échantillon de masse inconnu (C). 
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montrent également une quantité non-négligeable d'acides nucléiques dont leur élimination 

est nécessaire pour pouvoir mettre en place des analyses plus qualitative et quantitative par 

RMN. 

 

B. Analyses par RMN en solution des HS purifiés issus des cellules HeLa 
 

Dans la partie précédente, j'ai montré qu'il était possible de purifier des quantités 

suffisantes d'HS cellulaires pour enregistrer des spectres 13C-HSQC dans un temps raisonnable, 

le protocole d’extraction ayant été optimisé. Pour leur étude par RMN, différents paramètres 

peuvent influencer la précision de l’analyse. La quantité de matériel tout d’abord, qui est 

indépendante de l’expérimentateur, mais la température d’analyse est un paramètre 

ajustable qui a un effet sur l’agitation moléculaire, donc sur le τC et donc sur le temps de 

relaxation transversale. 

 

1. Influence de la température d'analyse 
 

En premier lieu, l'influence de la température sur la qualité spectrale a été étudiée. A 

priori, les HS sont des molécules flexibles dont les signaux sont déjà fins. Toutefois,  afin de 

déterminer si la température a un effet significatif sur la largeur des signaux et donc sur leur 

intensité, trois températures d’analyse de 25°C, 37°C et 50°C sont testées. Sur la Figure 90, 

des extraits des spectres HSQC de la zone des noyaux anomériques des HS sont présentés 

pour chaque température d’analyse dans les mêmes conditions spectroscopiques pour le 

même échantillon. 

Le spectre enregistré à 25°C (en cyan) montre clairement la présence des corrélations 

des glucosamines (GlcN) à 5,35-99,6ppm et 5,6-100ppm 1H-13C. Cependant les signaux 

attendus pour les acides uroniques sont de faible intensité pour les GlcA (4,47-105ppm 1H-

Figure 90 : Analyse par RMN d'un échantillon d'HS cellulaires à différentes températures dans la zone de 
corrélation des noyaux anomériques. Les HS extraits et purifiés sont analysés avec des expériences de corrélation 
1H-13C HSQC à 25°C (cyan), 37°C (bleu canard) et 50°C (bleu marine) dans un spectromètre 600MHz équipé d’une 
cryosonde pendant 16h. 
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13C) et au niveau du bruit pour les acides iduroniques. L’analyse de cet échantillon d’HS dans 

ces conditions spectroscopiques permet de rendre compte de la présence effective des HS. 

Toutefois, le rapport signal/bruit de l’expérience ne permet pas ici de quantifier correctement 

les différentes espèces observées. 

La température au sein de l’échantillon est augmentée jusqu’à 37°C (pics bleu canard). 

Tous les signaux observés à 25°C sont également observés à 37°C. Comme cela peut être 

attendu de l'affinement des signaux, l’intensité des pics est améliorée. C’est le cas au niveau 

des glucosamines (5,35-99,6ppm 1H-13C) mais de manière plus significative au niveau des GlcA 

(4,47-105ppm 1H-13C) dont le rapport signal/bruit est multiplié par 7. La sensibilité de 

l’expérience dans ces conditions de température permettent dorénavant d’observer et de 

distinguer les acides iduroniques (5,22-102,2ppm ; 5-105ppm ; 4,9-104,8ppm 1H-13C) du bruit 

de fond. 

Nous avons ensuite augmenté jusqu'à 50°C la température à laquelle le spectre de 

l’échantillon d’HS est enregistré (pics bleu marine). Tous les pics observés à 37°C sont 

également observés à 50°C. Par contre, cette augmentation de température ne permet pas 

d'observer des pics d'HS supplémentaires par rapport au spectre HSQC enregistré à 37°C. De 

même, les intensités des signaux des spectres enregistrés à 37°C et 50°C sont similaires. 

Cette analyse nous montre l’influence significative que joue la température sur la 

qualité des spectres obtenus par RMN, en permettant d’observer des pics de faible intensité 

à partir de 37°C alors qu'ils restaient indétectables à 25°C dans des conditions 

spectroscopiques identiques par ailleurs. Une augmentation supplémentaire de la 

température jusqu'à 50°C ne montre pas en revanche une augmentation significative du 

rapport signal/bruit. Dans ces conditions, nous nous sommes fixés une température de 37°C 

pour toutes les expériences qui ont été enregistrées dans la suite. Enregistrer les données à 

plus haute température ne permettrait pas un gain du signal tout en laissant la possibilité 

d'une dégradation des HS au cours du temps. 

 

2. Attribution des signaux 
 

 Le spectre 13C-HSQC enregistré à 37°C d'un échantillon représentatif d'HS purifiés à 

partir de cellules HeLa est présenté dans la figure Figure 91. Une première observation est que 

le spectre présente tous les signaux attendus pour des chaînes d'HS. Il peut être également 

observé des signaux supplémentaires qui correspondent à la présence de chaînes de CS mais 

de faible intensité. Enfin quelques signaux ne correspondant ni aux HS, ni aux CS sont 

également présents mais sont aussi de faible intensité. 

Les attributions des signaux des HS sont réalisées par comparaison avec les données 

de la littérature données principalement par Guerrini et al 2005. 

  Deux régions d'intérêt peuvent être distinguées où les différentes modifications des 

oses peuvent être caractérisées. La première est la région correspondant aux corrélations des 

noyaux 1H et 13C anomériques (1H1-13C1) (4-6ppm en 1H et 95-110ppm en 13C, spectre en bas à 

droite). De ce fait c'est une région ne présentant que peu de recouvrements spectraux et où 

l'influence d'une (ou plusieurs) modification de l'ose, ou de celle(s) de l'ose voisin peut être 
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observée sur le déplacement chimique de la paire de noyaux 1H1-13C1. C'est le cas par exemple 

pour les 1H1-13C1 des GlcA. Lorsque celui-ci est suivi d'une glucosamine non-modifiée (GlcNAc), 

le déplacement chimique en 1H est de 4,49ppm alors qu'il est de 4,59ppm lorsqu'il est suivi 

d'une GlcNS pour un déplacement chimique comparable en 13C (105ppm). Quand le GlcA est 

épimérisé en IdoA (requérant une GlcNS adjacente), les déplacements chimiques sont plus 

déblindés (déplacements vers les bas champs), au-delà de 4,9ppm en proton. La présence des 

groupements 6-O-sulfates de la GlcNS adjacente influence également le déplacement 

chimique en proton des IdoA (4,93ppm quand IdoA relié à une GlcNS,6OH et 5,00ppm quand 

relié à une GlcNS,6S). L'épimérisation influence peu le déplacement chimique du carbone 

(≈104,7ppm). En revanche, la 2-O-sulfatation de l'IdoA provoque un changement 

d'environnement chimique traduit par des déplacements chimiques différents en proton 

(5,25ppm) et en carbone (102ppm). Dans ce cas, la modification de l'ose directement lié n'a 

pas d'influence sur le déplacement chimique. 

 Concernant les corrélations 1H1-13C1 des glucosamines, lorsque celles-ci ne sont pas 

modifiées, les déplacements chimiques sont de 5,38ppm en 1H et de 99,5ppm en 13C. Lors de 

la N-sulfatation, les déplacements chimiques sont différents de ceux des glucosamines non-

sulfatées mais vont dépendre essentiellement de la (ou des) modification(s) du sucre voisin 

(épimérisation avec/sans 2-O-sulfatation, pas de modification). Par contre, la 6-O-sulfatation 

Figure 91 : Attribution d'un spectre RMN 13C-HSQC d'HS cellulaires purifiés selon le protocole 
précédemment décrit. Attribution des HS indiqués en vert d'après Guerrini et al 2005. La présence des 
corrélations appartenant aux CS est indiquée (étoiles bleues) d'après Huckerby et al 2005. L’échantillon est 
analysé à 37°C pendant 16h dans un spectromètre 600MHz équipé d’une cryosonde. 
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des  glucosamines n'induit pas d'effet notable sur le déplacement chimique des corrélations 
1H1-13C1  et donc ces espèces ne peuvent pas être caractérisées dans cette région du spectre. 

 Enfin, une seconde région du spectre de RMN regroupant les autres noyaux du cycle 

osidique peut être observée (1H2-6 et 13C2-6). Cette région présente un grand nombre de 

superpositions, les atomes des oses ayant un déplacement chimique similaire du fait leur 

environnement chimique proche (par exemple du fait que les carbones soient tous reliés à un 

atome d'oxygène et un atome de carbone) et seules quelques corrélations spécifiques y sont 

suffisamment résolues. 

 Les corrélations 1H2-13C2 des GlcA sont observées à 3,37-76ppm (1H-13C) mais peu 

résolues entre ceux des CS et des HS, ces derniers étant un peu plus déblindées dans la 

dimension 13C. Quand  les GlcA sont épimérisés en IdoA, seules les corrélations 1H5-13C5 des 

IdoA et IdoA2S sont observées dans la zone 4,8-71,5ppm (1H-13C). 

 Concernant les glucosamines, les GlcNAc et les GlcNS présentent des corrélations  1H2-
13C2 dans une zone du spectre peu encombrée. Par contre ces corrélations sont très peu 

sensibles à la nature de l'acide uronique adjacent et forment deux massifs  non-résolus à 3,9-

56ppm et 3,25-60,5ppm (1H-13C) respectivement. Les formes 6-O-sulfatées et non-modifiées 

sont également observées à 3,85-62,5ppm (1H-13C) pour les glucosamines 6-hydroxylées et à 

4,35-69ppm (1H-13C) pour celles 6-O-sulfatées.  

Ainsi, nous avons pu voir que l’échantillon purifié d’HS cellulaires pouvait être analysé 

de manière qualitative par RMN bidimensionnelle. En effet, les différentes corrélations 

attendues sont présentes et leur intensité et résolution sont suffisantes pour pouvoir faire des 

analyses quantitatives dans ces conditions spectroscopiques. 

 

3. Quantification des signaux 
 

La structure des HS est liée à ses différentes modifications des GlcA et GlcNAc qui les 

composent. A partir des intensités relatives (intensité d'un pic par rapport à un autre pic) des 

différents oses modifiés, il est alors possible d’en déterminer son taux de modification et son 

profil disaccharidique. 

 

a) La N-sulfatation 
 

 Différentes méthodes peuvent être utilisées pour déterminer le taux de N-sulfatation 

des HS de l'échantillon. Une première technique serait d'intégrer toutes les intensités des 

différentes corrélations des GlcNS : GlcNS-GlcA, GlcNS-IdoA et GlcNS-IdoA,2S et des GlcNAc de 

la région des noyaux anomériques et d'en faire le rapport  
𝐺𝑙𝑐𝑁𝑆

𝐺𝑙𝑐𝑁𝐴𝑐+𝐺𝑙𝑐𝑁𝑆
× 100. Toutefois, du 

fait de l'éclatement des pics, cela augmente l'incertitude sur l'intensité. D'autre part, le pic 1H1-
13C1 des glucosamines de  l'enchainement GlcNS,6S-IdoA,2S (Yates et al. 1996) est confondu 

avec celui des GlcNAc ce qui conduirait à sous-estimer le taux de sulfatation.   

C'est pour cela que le taux de N-sulfatation est déterminé à partir des corrélations 1H2-
13C2 (Figure 92). Ces corrélations des glucosamines permettent de limiter le nombre de pics à 

intégrer et donc de réduire l'imprécision de la mesure. De plus, toutes les formes des GlcNAc 
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et des GlcNS indépendamment de l'ose adjacent ont un même déplacement chimique ce qui 

permet d'augmenter le signal au niveau de ces pics, et donc de réduire l'importance du bruit 

dans la mesure. 

Des intégrations sur plusieurs cultures indépendantes (n=3) de cellules HeLa ont été 

réalisées. Le taux de N-sulfatation calculé est de 46±2,6%. Ce taux de sulfatation est 

approximativement le même entre les différentes cultures, ce qui montre également la 

reproductibilité du protocole utilisé ainsi que la faible variation de ce phénotype au cours des 

différentes cultures (Figure 93). 

b) L’épimérisation des acides glucuroniques 
 

 Le taux d'épimérisation des HS est déterminé par l'intégration de tous les pics des 

acides iduroniques sur l'ensemble des acides uroniques (GlcA+IdoA notés HexA pour acide 

hexuronique) 
𝐼𝑑𝑜𝐴2𝑆+𝐼𝑑𝑜𝐴(−𝐺𝑙𝑐𝑁𝑆)+𝐼𝑑𝑜𝐴(−𝐺𝑙𝑐𝑁𝑆,6𝑆)

𝐼𝑑𝑜𝐴2𝑆+𝐼𝑑𝑜𝐴(−𝐺𝑙𝑐𝑁𝑆)+𝐼𝑑𝑜𝐴(−𝐺𝑙𝑐𝑁𝑆,6𝑆)+𝐺𝑙𝑐𝐴(−𝐺𝑙𝑐𝑁𝐴𝑐)+𝐺𝑙𝑐𝐴(−𝐺𝑙𝑐𝑁𝑆)
× 100  dans la 

Figure 92 : Spectre RMN 13C-HSQC des déplacements chimiques H2-C2 des glucosamines d'HS. Les encadrés verts 
représentent les bornes utilisées pour l'intégration des pics. L’échantillon est analysé à 37°C pendant 16h dans un 
spectromètre 600MHz équipé d’une cryosonde. 

Figure 93 : Caractéristiques des HS de cellules HeLa. Tableau de valeurs (A) et graphique des 
sulfatations/épimérisation (B) des HS issus de trois cultures cellulaire HeLa indépendantes. 
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zone de corrélation des noyaux anomériques. Pour les 3 cultures cellulaires HeLa, le taux de 

C5-épimérisation mesuré est de 28,7±2,1%. Comme pour la N-sulfatation, la quantité en acides 

iduroniques semble stable selon les différentes cultures (Figure 93A). 

 

c) La 2-O-sulfatation des acides iduroniques 
 

 La 2-O-sulfatation est déterminée à partir du signal des IdoA,2S comparé aux autres 

acides iduroniques ou uroniques 
𝐼𝑑𝑜𝐴2𝑆

∑ 𝐼𝑑𝑜𝐴
× 100 ou 

𝐼𝑑𝑜𝐴2𝑆

∑ 𝐻𝑒𝑥𝐴
× 100 dans la zone des noyaux 

anomériques (Figure 94). Au sein d'une chaine d'HS, en moyenne 18,7±3,8% des acides 

uroniques sont 2-O-sulfatés, et sont très majoritairement portés par les IdoA. Les IdoA,2S 

représentent 64,8±8,6% de tous les IdoA (Figure 93). 

 

d) La 6-O-sulfatation des glucosamines 
 

Le taux de 6-O-sulfatation est déterminé par l'intégration des pics des corrélations 1H6-

13C6 des glucosamines 6S et 6OH  
𝐺𝑙𝑐𝑁,6𝑆

𝐺𝑙𝑐𝑁,6𝑆+𝐺𝑙𝑐𝑁,6𝑂𝐻
× 100 (Figure 95). La pureté de l'échantillon 

est importante afin de pouvoir déterminer précisément le taux moyen de 6-O-sulfatation car 

des corrélations issues des contaminants peuvent parasiter cette région du spectre et rendre 

Figure 94 : Spectre RMN 13C-HSQC des déplacements chimiques H1-C1 des acides uroniques d'HS. Les encadrés 
verts représentent les bornes utilisées pour l'intégration des pics. L’échantillon est analysé à 37°C pendant 16h 
dans un spectromètre 600MHz équipé d’une cryosonde. 

Figure 95 : Spectre RMN 13C-HSQC des déplacements chimiques H6-C6 des glucosamines d'HS. Les encadrés verts 
représentent les bornes utilisées pour l'intégration des pics. L’échantillon est analysé à 37°C pendant 16h dans un 
spectromètre 600MHz équipé d’une cryosonde. 
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impossible l'analyse quantitative. Les chaines d'HS issues de cellules HeLa présentent un taux 

de 6-O-sulfatation moyen de 23±4,7% (n=3) (Figure 93). 

e) La longueur des chaînes 
 

 Une estimation de la longueur des chaînes peut être obtenue en utilisant une des 

corrélations 1H5-13C5 de l'unité xylose du tétrasaccharide linker comme référence interne. En 

effet, le mode de digestion et de purification des chaînes d'HS que nous avons utilisé doit 

conserver le tétrasaccharide linker dans la chaîne. Donc, chaque chaîne d'HS, en dehors de 

toute dégradation fortuite, est censée contenir une unité xylosique. L'une des corrélations 1H5-
13C5 présente des déplacements chimiques à (3,4 ppm 1H - 65,7 ppm 13C) dans une zone résolue 

du spectre (Figure 96). La comparaison des intensités de cette corrélation – comptant pour un 

proton – avec celle des signaux 1H2-13C2 des glucosamines comptant pour autant de protons 

que d'unités disaccharidiques  permet alors de pouvoir estimer la longueur des chaînes selon 

la formule suivante :  
𝑋𝑦𝑙

𝐺𝑙𝑐𝑁𝑆+𝐺𝑙𝑐𝑁𝐴𝑐
 . Ceci ne peut  toutefois donner qu'une estimation grossière 

de la longueur de chaîne dans la mesure où l'on compare un signal a priori faible par rapport 

à un autre grand. De fait, dans le cas des cellules HeLa analysées ici, les signaux 1H5-13C5 des 

xyloses (3,4-65,7ppm) sont peu intenses, proches du bruit de fond. L'estimation que nous 

pouvons faire ici est très imprécise, de l'ordre de 70 à 100 disaccharides, ce qui correspondrait 

à des masses moléculaires de 25 à 40 kDa en prenant en compte la contribution des chaînes 

de CS dans ce calcul comportant également une unité de xylose par chaine (quantité en CS 

déterminée à moins de 15% par RMN). 

 

f) 2-O-sulfatation des GlcA, 3-O-sulfatation des GlcN et glucosamines 
non-substituées 

 

 Les acides glucuroniques 2-O-sulfatés présentent un signal caractéristique pour les 

corrélations H2-C2 à 4,14ppm-83,1ppm (Guerrini et al. 2005). De même, les glucosamines 3-O-

sulfatées présentent un signal caractéristique de la 3-O-sulfatation à 5,19ppm-100ppm pour 

les H1-C1  de 5,19ppm-100ppm (Guerrini et al. 2005). Ces signaux ne sont pas observés dans 

Figure 96 : Spectre RMN 13C-HSQC des déplacements chimiques H2-C2 des glucosamines et d'une paire H5-C5 du 
xylose d'HS. Les encadrés verts représentent les bornes utilisées pour l'intégration des pics. L’échantillon est 
analysé à 37°C pendant 16h dans un spectromètre 600MHz équipé d’une cryosonde. 
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les spectres des HS issus de cellules HeLa ce qui suggère que ces sulfatations sont rares dans 

ce matériel. De même, les corrélations des glucosamines non-substituées (GlcNH3
+) dont les 

corrélations H1-C1 sont attendues à 5,43ppm-57ppm ne sont pas observées. 

 

g) Analyse des unités disaccharidiques 
 

 De cette analyse, on peut maintenant estimer le nombre moyen de sulfate par 

disaccharide. Ce nombre est de 0,88 et est la somme de la N-sulfatation, de la 2-O-sulfatation 

et de la 6-O-sulfatation. D'autre part, il est également possible d’après ces spectres d'obtenir 

des informations sur les enchaînements disaccharidiques des HS. Les GlcNS sont 

majoritairement suivies d'un IdoA±2S au moins à 70%. Cette mesure est probablement par 

défaut, car, comme précisé précédemment, la mesure de la quantité de GlcNS,6S-IdoA,2S n'est 

pas possible. Les 30% restants (GlcNS-GlcA) correspondraient aux domaines de transition NA-

NS. Si l'on estime maintenant à partir de l'intensité des corrélations des GlcA, le pourcentage 

de glucosamines liées N-sulfatées, on obtient de l'ordre de  20%. Cette différence de valeur 

peut provenir de l'intégration du pic GlcA-GlcNS dans la zone des noyaux anomériques. En 

effet, les pics des  GlcA-GlcNS et  GlcA-GlcNAc étant mal résolus, le choix des limites 

d’intégration reste arbitraire.  

 Les GlcNS sont en revanche suivies de manière égale par les IdoA (≈35%) et IdoA,2S 

(≈35%). Toutefois, les IdoA sont majoritairement suivis de GlcNS,6S (80%) comparées aux 

GlcNS (20%) (Figure 97). 

 Ces résultats sont en accord avec les données existantes sur les HS de Gallagher et al. 

1985 estimant la N-sulfatation des HS de mammifères de différents tissus entre 40 et 50 %. 

Pour les cellules HeLa, nous avons quantifié le nombre de N-sulfates à 46 % en moyenne, là 

aussi en accord avec Takegawa et al. 2011 pour ce type cellulaire. Le ratio N-/O-sulfates est 

généralement supérieur à 1 (Gallagher & Walker 1985), et pour les cellules HeLa ici étudiées 

ce ratio est de 1,1. 

Ainsi nous avons montré que les chaines d’HS extraites des protéoglycanes et des 

surfaces cellulaires pouvaient être purifiées et analysées par des techniques de RMN liquide. 

En effet, les signaux obtenus présentent une sensibilité et une résolution suffisante pour 

Figure 97 : Caractéristiques des unités disaccharidiques des HS de cellules HeLa. Proportion des disaccharides 
des HS de cellules HeLa dans lesquels une GlcNS±6S est associée à X = GlcA (bleu), IdoA (jaune) ou IdoA,2S (vert) ; 
un IdoA est associé à Y = GlcNS (bleu) ou GlcNS,6S (jaune) ; un GlcA est lié à Z = GlcNAc (bleu) ou GlcNS (jaune). 
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détecter et discriminer une grande quantité d’unités disaccharidiques diversement modifiées. 

Toutefois, les modifications rares telles que les 2-O-sulfatations des GlcA et les 3-O-

sulfatations ou non-substitutions des GlcN ne sont pas présentes dans ces HS en quantité 

suffisante pour être observables. La sensibilité de l’expérience permet cependant d’estimer la 

longueur moyenne des chaines d’HS des cellules HeLa présentes à leur surface grâce à la 

détection d’une corrélation du xylose qui n’est pourtant présente qu’en un seul exemplaire 

par chaîne. 

 

C. Etudes de polysaccharides d’HS issus de deux types cellulaires : application 
du protocole et analyse par RMN liquide 

 

 Dans les parties précédentes, j'ai développé un protocole de marquage et de 

purification des HS qui permet d'obtenir à partir de 200 millions de cellules HeLa une dizaine 

de microgrammes d'HS marqués au 13C. Cette quantité est suffisante pour l'acquisition en un 

temps raisonnable (de 12 à 16 heures sur un spectromètre 600MHz) d'un spectre 13C-HSQC 

d'une qualité permettant une analyse des modifications (sulfatations et épimérisation) de ces 

chaînes. Dans cette partie, je vais présenter l'application de ce protocole à deux autres 

modèles cellulaires. Pour valider ce protocole, je vais comparer les HS extraits des cellules MEF 

(fibroblastes de souris embryonnaires) sauvages et des cellules MEF où l'une des enzymes de 

la voie de synthèse des HS est supprimée. D’autre part, grâce à ce protocole, je vais également 

analyser les variations des modifications des HS apportées au cours de la différenciation 

cellulaire sur des cellules épithéliales de type Caco-2. 

 

1. Les fibroblastes de souris embryonnaires (MEF) 
 

 Les MEF, et plus généralement les fibroblastes, sont les cellules productrices majeures 

de la matrice extracellulaire en sécrétant en abondance notamment les PG et les collagènes. 

Ces fibroblastes sont donc d'une grande importance pour l'organisme formé ou en cours de 

formation en étant responsables de l’établissement de structures solides et solubles pour les 

différentes cellules et leur développement. 

 Ici, je vais comparer les HS issus de la lignée sauvage aux HS issus de la lignée MEF KO 

pour le gène codant une enzyme clé de la biosynthèse des HS : la NDST-1 (cellules notées ndst-

1-/-). L'enzyme est responsable de la N-désacétylation/N-sulfatation des GlcNAc en GlcNS et 

forme les substrats préférentiels pour les enzymes plus en aval dans la voie de biosynthèse 

des HS.  Nous avons donc voulu caractériser l'impact de la suppression de la NDST-1 sur la 

biosynthèse des HS et les différences structurales des chaines issues de ces cellules. 

 

a) Détermination par cytométrie en flux de la présence d’HS au niveau 
des surfaces cellulaires 

 

 Les cellules sauvages (MEF WT) incubées avec l’anticorps dirigé contre les HS montrent 

une intensité de fluorescence importante (médiane de 100, courbe rouge) comparée au 

contrôle isotypique (médiane de 4, courbe bleue) ce qui indique la présence d'HS en quantité 
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importante comme pour cellules HeLa (Figure 98A). La présence d'HS au niveau des surfaces 

cellulaires de MEF ndst-1-/- est également observée et nous pouvons constater une diminution 

dans l'intensité de fluorescence (médiane à 60) (Figure 98B). Ce résultat ne signifie pourtant 

pas que la cellule ndst-1-/- produit moins de chaines d’HS mais plutôt qu'il y a effectivement 

un changement de structure au niveau des HS lorsque les cellules n'expriment plus la NDST-1. 

Des techniques plus qualitatives doivent être mises en place pour caractériser ces 

changements. 

 Les cellules WT et KO marquées aux anticorps dirigés contre les CS (courbes vertes 

Figure 98) montrent une intensité de fluorescence légèrement supérieure à celle du contrôle 

isotypique. Cela suggère une présence des CS à la surfaces de ces deux variants cellulaires (WT 

et KO) dans des quantités très faibles par rapport aux HS. Notons néanmoins que nous avions 

observé des intensités de fluorescence similaires chez les cellules HeLa  pour une présence de 

CS de l'ordre de 10 % d’après l'analyse des résultats de RMN. Cela suggère que l'absence de la 

NDST-1 ne joue pas de rôle au niveau de l'expression des chaînes des CS. 

 Ainsi, les résultats obtenus par cytométrie en flux montrent la présence d'HS en 

quantité moindre sur les surfaces des MEF WT et KO par rapport aux cellules HeLa. Toutefois, 

Les MEF, par la présence encore importante en HS, constituent un bon modèle d'étude, et la 

caractérisation des chaînes d'HS peut être menée pour évaluer l'impact de l'absence de la 

NDST-1 sur la structure finale de la chaîne d'HS. 

 

b) Marquage et purification 
 

 Les cellules MEF sont cultivées en milieu marqué contenant le 13C-glucose comme pour 

les cellules HeLa. Les HS sont issus de 200 millions de cellules après digestion à la trypsine à 

37°C. 

Figure 98 : Analyse par cytométrie en flux des cellules MEF WT (A) et ndst-1-/- (B). Des anticorps spécifiques sont 
utilisés pour détecter les GAG à la surface des cellules. Détection des HS (rouge) et CS (vert), contrôle isotypique 
(bleu). 
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 Les deux lots d'HS issus des cellules MEF WT et MEF ndst-1-/- sont ensuite purifiés par 

chromatographie échangeuse d'anions, digérés à la DNase I et purifiés une nouvelle fois par 

chromatographie en gradient de sel. Comme pour la purification des HS extraits des cellules 

HeLa, seules les fractions éluées en forte concentration saline contenant les HS sont gardées, 

préparées et analysées. Dans le cas des extraits issus des MEF ndst-1-/-, les chromatographes 

ne présentaient pas de pics d'élution suffisamment résolus et toutes les fractions absorbant 

aux différentes longueurs d'onde ont été récupérées. Les différents chromatographes obtenus 

à l'issue de ces digestions sont présentés en annexe 2 et 3. 

 

c) Analyse RMN de l’évolution du profil saccharidique 
 

 Dans la Figure 99 sont représentés les spectres 13C-HSQC des fractions d'HS issus des 

cellules MEF sauvages et des cellules MEF ndst-1-/-. Les spectres sont globalement équivalents 

sur le plan de la qualité spectrale. En particulier, ils ne présentent pas de contamination 

notable par des acides nucléiques et permettent tous les deux une analyse quantitative d'un 

certain nombre de caractéristiques structurales des HS. Un premier examen montre pour les 

cellules MEF ndst-1-/- la diminution de certains des pics associés aux espèces sulfatées. 

Figure 99 : Spectres RMN 13C-HSQC d'HS cellulaires purifiés à partir de cellules MEF WT (noir) et ndst-1-/- 
(rouge). Les échantillons sont analysés à 37°C pendant 16h dans un spectromètre 600MHz (spectre rouge) 
ou 700MHz (spectre noir). 
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L'intégration des pics d'intérêt pour l'analyse quantitative est faite au niveau des mêmes pics 

utilisés pour la détermination des caractéristiques structurales des HS issus des cellules HeLa.  

 La quantification par RMN révèle effectivement une baisse de la N-sulfatation générale 

des HS de MEF KO (34%) comparés à ceux des MEF WT (51%). Une baisse de l'épimérisation 

est également observée, passant de 36% pour les MEF WT à 14% pour les MEF KO. Cette 

réduction du taux d'épimérisation est effectivement en accord avec le mécanisme catalytique 

admis pour la C5-épimérase où le substrat est un enchaînement GlcNS-GlcA ; la réduction de 

la quantité de substrat entrainant une baisse de la quantité en IdoA. En conséquence, la 

quantité de 2-O-sulfatation (IdoA,2S) est également diminuée dans les HS des MEF KO (9%) 

par rapport aux MEF WT (24%). Toutefois, l'efficacité de la HS2ST envers les IdoA n'est pas 

altérée car leur taux de 2-O-sulfatation est le même (≈66% des IdoA sont 2-O-sulfatés). La 6-

O-sulfatation des glucosamines ne varie pas dans les chaines d'HS selon que la cellule exprime 

la NDST-1 (20%) ou pas (18%) (Figure 99). Le nombre de sulfate moyen par disaccharide 

diminue de 0,95 (pour les cellules WT) à 0,61 pour les cellules ndst-1-/-.  

 

 L'analyse par RMN de la composition en disaccharide révèle que les MEF KO 

synthétisent des chaines d'HS possédant une quantité en GlcNS-GlcA plus importante (51%) 

que les MEF WT (29%). Les glucosamines liées aux IdoA sont également différemment 

modifiées selon les deux souches cellulaires. Les WT formant principalement des IdoA reliés à 

des GlcNS (65%) alors que sur les cellules KO à la ndst-1 les IdoA sont surtout reliés à des 

GlcNS,6S (88%). En revanche, pour les disaccharides contenant un GlcA, quel que soit l'état de 

la cellule, les GlcA-GlcNAc sont les disaccharides les plus nombreux comparés aux GlcA-

GlcNS(±6S) (Figure 101). 

Figure 100 : Comparaison des profils de sulfatation et d'épimérisation des HS issus de cellules MEF WT 
(orange) et ndst-1-/- (vert). Quantification d’après les résultats RMN. 
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 L'estimation de la longueur des chaînes entre les différentes cellules d'après le rapport 

de corrélations H2-C2 des glucosamines et H5-C5 du xylose (Figure 102) montre une longueur 

similaire d'une trentaine d'unités disaccharidiques pour les deux types cellulaires, ce qui 

correspond à une masse moléculaire d'une vingtaine de kilodaltons. 

 Parallèlement à cette étude, une détermination de la structure des HS par digestion 

puis analyse chromatographique de la composition en disaccharides a été menée par nos 

collaborateurs du groupe de Lena Kjellén qui nous a fourni les cellules MEF WT et KO. Les 

résultats obtenus sont en excellent accord avec les nôtres (voir publication Pegeot et al 2014 

présentée en annexe 7).  

 L'utilisation de la RMN comme outil pour mesurer et analyser l'impact de l'absence 

d'une enzyme de biosynthèse des HS sur la structure même du polysaccharide est validée par 

la capacité à pouvoir déterminer les différences de taux de modifications des chaînes issues 

des MEF WT et des MEF ndst-1-/- ainsi que leur structure disaccharidique. 

Figure 101 : Comparaison des disaccharides d'HS issus de cellules MEF WT (WT) et ndst-1-/- (KO). Proportion en 
disaccharides d'HS de cellules MEF WT et ndst-1-/- dans lesquels une GlcNS(±6S) est associée à X = GlcA (bleu), 
IdoA (jaune) ou IdoA,2S (vert) ; un IdoA à Y = GlcNS (bleu) ou GlcNS,6S (jaune) ; un GlcA est lié à Z = GlcNAc (bleu) 
ou GlcNS (jaune). 

Figure 102 : Spectre RMN 13C-HSQC des déplacements chimiques H2-C2 des glucosamines et d'une paire H5-C5 
du xylose d'HS de cellules MEF WT (gauche) et ndst-1-/- (droite). Les encadrés verts représentent les bornes 
utilisées pour l'intégration des pics. 
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 Le protocole ainsi établi sur la base des cellules HeLa, et validé pour les cellules MEF, a 

été transposé aux cellules épithéliales Caco-2 pour l'étude de l'évolution du profil 

disaccharidique de ces cellules au cours d'un phénomène de différenciation. 

 

2. Les cellules Caco-2 
 

 Les cellules Caco-2 sont issues de carcinome de cellules de côlon. Ces cellules ont été 

découvertes en 1977 (Fogh et al. 1977) et ont la propriété de se différencier spontanément 

après plusieurs jours de confluence dans les mêmes conditions de culture. Les cellules 

adoptent alors un phénotype plus proche des entérocytes (cellules de l'intestin grêle) avec la 

formation de microvillosités, de jonctions serrées, de transports vectoriels, ainsi qu'une 

expression différentielle en enzymes (Rousset 1986)... De plus, dans ces cellules, en fonction 

du stade de différenciation, la composition en disaccharides des HS varie (Salmivirta et al. 

1998). Les cellules Caco-2 apparaissent donc comme un modèle cellulaire intéressant pour 

appliquer notre protocole d'analyse et l'étendre à l'étude de l'évolution de la structure des HS 

au cours de la différenciation cellulaire. 

 

a) Détermination par cytométrie en flux de la présence d’HS au niveau 
des surfaces cellulaires 

 

 La première étape, avant d'appliquer le protocole mis en place et détaillé dans les 

parties précédentes, a été de déterminer la présence d'HS au niveau des surfaces cellulaires. 

Pour ce faire, des analyses de cytométrie en flux ont été réalisées après préparation des 

cellules Caco-2 non-différenciées et différenciées incubées avec différents anticorps dirigés 

spécifiquement contre les HS ou les CS. 

 Par rapport au contrôle isotypique, les cellules non-différenciées incubées avec les 

anticorps primaires dirigés contre les HS et secondaires présentent une intensité de 

fluorescence importante.  Les cellules marquées aux anticorps dirigés contre les HS ont une 

répartition de l'intensité de fluorescence médiane autour de 40 (courbe rouge), soit une 

intensité dix fois plus importante par rapport au contrôle isotypique (médiane de la 

fluorescence à 4, courbe bleue) (Figure 103A). Les cellules incubées avec les anticorps dirigés 

contre les CS, quant à elles, montrent une intensité de fluorescence qui est similaire au 

contrôle isotypique (courbe verte). Ces résultats indiquent d'une part la présence d'HS à la 

surface des cellules en quantité notable, et d'autre part que les CS sont, pratiquement 

indétectables.  

 Comparé aux cellules HeLa, l’intensité de fluorescence due à l'anticorps 10E4 pour les 

cellules Caco-2 non-différenciées est quatre fois moins importante (courbe rouge Figure 68). 

Cela peut s'expliquer soit par un nombre plus faible de chaînes présentes à la surface des 

cellules CaCo-2 et/ou par une structure de chaines différentes, possédant en plus faible 

quantité le nombre d'épitope de reconnaissance de l'anticorps. 
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 Après différenciation, les cellules Caco-2 incubées avec les anticorps de reconnaissance 

des HS montrent une intensité de fluorescence plus importante que pour les cellules non-

différenciées (médiane autour de 80). Cela représente une fluorescence deux fois plus intense 

par rapport aux Caco-2 non-différenciées (Figure 103B). Toutefois, le marquage semble peu 

uniforme ce qui se traduit par une largeur de pic importante au niveau de l'intensité de 

fluorescence. Cela peut s'expliquer par l'hétérogénéité des cellules et de leur expression en 

HS comme par des difficultés expérimentales liées à la nature même de ces cellules. En effet, 

celles-ci ayant tendance à former des jonctions serrées, même après traitement à l'accutase, 

elles peuvent toujours être en forte interaction et ne pas passer individuellement au niveau 

du laser, introduisant un biais au niveau de la détection de la quantité de fluorescence. Cette 

hétérogénéité est également observée pour les cellules Caco-2 non-différenciées. 

 Le marquage des cellules différenciées avec les anticorps dirigés contre les CS 

montrent un léger déplacement du pic de fluorescence par rapport au contrôle isotypique 

(Figure 103B). Cela peut suggérer une expression accrue des PG cellulaires porteurs de chaînes 

CS, comme une modification des structures des CS après différenciation présentant en plus 

grand nombre l'épitope de reconnaissance spécifique de l'anticorps CS-56. 

 Les analyses de cytométrie en flux des cellules Caco-2 montrent donc avant et après 

différenciation la présence effective d'HS à leur surface. Pour autant, à partir de ces données, 

il n'est pas possible de conclure à des différences significatives dans l'expression en GAG au 

cours de la différenciation ; l'augmentation de l'intensité de fluorescence pouvant tout aussi 

bien s'expliquer par des biais expérimentaux liés à la nature des cellules. 

 En conclusion, compte tenu de la présence des HS sur les Caco-2 en quantité 

relativement suffisante, le protocole mis en place pour les cellules HeLa semble donc 

directement transposable aux cellules Caco-2, et ce, pour le même nombre de boites cultivées. 

Cela devrait également permettre une approche pour déterminer l'évolution du profil 

saccharidique au cours de la différenciation. 

Figure 103 : Analyse par cytométrie en flux des cellules Caco-2 avant différenciation (A) et après différenciation 

(B). Des anticorps spécifiques sont utilisés pour détecter les GAG à la surface des cellules. Détection des HS (rouge) 

et CS (vert), contrôle isotypique (bleu). 
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b) Marquage et purification 
 

 Les cellules Caco-2 sont cultivées en milieu marqué contenant le 13C-glucose comme 

pour les cellules HeLa, avec la présence supplémentaire d'acides aminés « non-essentiels » 

nécessaires pour la croissance de ce type cellulaire. Pour les Caco-2 non-différenciées, les HS 

issus de cellules confluentes sont extraits par digestion à la trypsine. Pour obtenir des cellules 

Caco-2 différenciées, les cellules Caco-2 non-différenciées sont laissées à confluence 12 jours 

avec renouvellement du milieu marqué. Au cours de cette période, les cellules vont 

spontanément se différencier. Les HS des cellules ainsi différenciées sont extraits dans les 

mêmes conditions que précédemment décrites. 

 Ces différents lots d'HS sont ensuite purifiés par chromatographie échangeuse 

d'anions, digérés à la DNase I et purifiés une nouvelle fois par chromatographie en gradient 

de sel. Comme pour la purification des HS extraits des cellules HeLa, seules les fractions éluées 

en forte concentration de sel contenant les HS sont gardées, préparées et analysées. Les 

différents chromatographes obtenus à l'issue de ces digestions sont présentés en annexe 4 et 

5. 

 

c) Analyse RMN de l’évolution du profil saccharidique 
 

 Dans la Figure 104 sont représentés les spectres 13C-HSQC des fractions d'HS issues des 

cellules non-différenciées et différenciées. Les spectres sont globalement équivalents sur le 

plan de la qualité spectrale et permettent tous les deux une analyse quantitative d'un certain 

nombre de caractéristiques structurales des HS. Le spectre des cellules Caco-2 non-

différenciées présente toutefois une contamination par des acides nucléiques (caractérisés 

Figure 104 : Spectres RMN 13C-HSQC d'HS cellulaires purifiés de cellules Caco-2 non-

différenciées (noir) et différenciées (rouge). Les échantillons sont analysés à 37°C 

pendant 15h dans un spectromètre 600MHz (spectre rouge) ou 700MHz (spectre noir). 
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par les pics dans la région 6ppm 1H, 90 ppm 13C) mais qui n’altère pas la détermination des 

modifications des HS. La quantification des caractéristiques structurales des HS des cellules 

Caco-2 a été faite de la même façon que pour les HS des cellules HeLa en utilisant les mêmes 

corrélations. 

 Le profil saccharidique moyen des HS obtenu à partir des cellules Caco-2 non-

différenciées (Figure 105, graphes orange) est similaire à celui des HS de cellules HeLa (Figure 

93). Sur 100 disaccharides, 48 en moyenne possèdent une GlcNS pour 46 dans les HeLa. De 

ces glucosamines, 22 sont 6-O-sulfatées contre 23 pour les HeLa. Le taux d'épimérisation des 

acides uroniques en acides iduroniques est de 27%, semblable à celui des cellules HeLa (29%). 

Le taux de 2-O-sulfatation est également équivalent : 16% pour les Caco-2 non-différenciées 

et 19%  pour les cellules HeLa. La sulfatation est en moyenne par disaccharide de 0,83 ce qui 

est peu différent de celle des cellules HeLa qui est de 0,88. 

 L'estimation de la longueur de chaîne est par contre difficile pour cet échantillon. Le 

signal du xylose est en effet très peu intense comparé aux autres signaux. Cela suggère que 

les chaînes sont  longues, au moins de la taille de celles des HS des cellules HeLa, mais il est 

difficile de donner une valeur du nombre de disaccharide dans ce cas (Figure 106). 

 Après différenciation, le taux de modification augmente. 54% de glucosamines sont N-

sulfatées et 31% 6-O-sulfatées (contre 48% et 22% respectivement pour les HS de Caco-2 non-

différenciées). L'épimérisation des acides glucuroniques en iduroniques passe de 29 à 39% 

après différenciation dont plus des deux tiers sont 2-O-sulfatés (un peu plus d'un sur deux 

dans les HS de Caco-2 non-différenciées) (Figure 105). Le nombre moyen de sulfate par 

disaccharide est de 1,1, soit une augmentation d'un tiers de la sulfatation moyenne par 

rapport aux HS des cellules non-différenciées. Le signal du xylose est également plus intense 

et le ratio GlcN/Xyl de l'ordre de la trentaine, soit des chaînes au moins deux à trois fois plus 

courtes (Figure 106). 

Figure 105 : Comparaison des profils de sulfatation et d'épimérisation des HS issus de cellules Caco-2 non-

différenciées (orange) et différenciées (vert). Quantification d’après les résultats RMN. 
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 L'analyse de l'ose voisin montre une augmentation de la quantité de GlcNS(±6S)-

IdoA,2S après différenciation avec 40% de probabilité d'avoir un IdoA,2S après une 

glucosamine N-sulfatée contre 21% dans les HS de Caco-2 non-différenciées. Cela est corrélé 

avec la baisse de probabilité d'avoir un GlcA après une glucosamine N-sulfatée, proportion en 

GlcNS(±6S)-GlcA qui passe de 52% dans les HS de Caco-2 non-différenciées à 33% dans les 

cellules différenciées (Figure 107). 

 En revanche, les IdoA sont majoritairement suivis de GlcNS,6S et les GlcA de GlcNAc 

quel que soit l'état de différenciation, et dans des valeurs similaires (≈80% pour chaque). 

 Ainsi, notre protocole d'analyse nous a permis de suivre les modifications induites par 

la différenciation cellulaire dans la structure des HS cellulaires issues de cellules Caco-2. Une 

augmentation de la N-sulfatation, 2-O-sulfatation et 6-O-sulfatation et donc de la sulfatation 

globale est observée dans notre étude par RMN ce qui est en désaccord avec l'analyse 

Figure 106 : Spectre RMN 13C-HSQC des déplacements chimiques H2-C2 des glucosamines et d'une paire H5-C5 

du xylose d'HS de cellules Caco-2 non-différenciées (gauche) et différenciées (droite). Les encadrés verts 

représentent les bornes utilisées pour l'intégration des pics. 

 

Figure 107 : Comparaison des disaccharides d'HS issus de cellules Caco-2 non-différenciées (Non Diff) et 

différenciées (Diff). Proportion en disaccharides d'HS de cellules Caco-2 non-différenciées et différenciées dans 

lesquels une GlcNS(±6S) est associée à X = GlcA (bleu), IdoA (jaune) ou IdoA,2S (vert) ; une IdoA à Y = GlcNS (bleu) 

ou GlcNS,6S (jaune) ; un GlcA est lié à Z = GlcNAc (bleu) ou GlcNS (jaune). 
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disaccharidique réalisée par Salmivirta et al. 1998 dont les chaines d'HS sont, certes plus 2-O-

sulfatées mais avec une N-sulfatation constante et même une baisse de la quantité de 6-O-

sulfates après différenciation des cellules Caco-2, résultant en une sulfatation globale stable. 

Les taux de N-sulfatation des HS avant et après différenciation des cellules obtenus (48 % et 

54 % respectivement) sont en accord avec les analyses saccharidiques de Lévy et al. 1988 (50% 

et 55% pour les HS des cellules non-différenciées et différenciées respectivement) (Levy et al. 

1988).  

 Concernant l'épimérisation, notre étude montre un taux d'épimérisation qui passe de 

30 % à 39 % dans les chaines d'HS issues de cellules non-différenciées et différenciées 

respectivement, ce qui est en accord avec Salmivirta et al. 1998 (30 et 36 % respectivement). 

 Cependant, pour les longueurs moyennes des chaînes, nos observations sont en 

désaccord avec les résultats de la littérature. Nous observons par analyse RMN, un 

raccourcissement approximativement de moitié des chaînes. L'étude de Salmavirta concluait 

plutôt à une stabilité de celles-ci au cours du processus de différentiation alors que celle de  

Lévy concluait à une élongation. Les divergences entre les résultats de la littérature ainsi 

qu'avec ceux obtenus par analyse RMN montrent la complexité de l'étude des HS. Ces 

différences observées peuvent à la fois provenir des différentes conditions de culture 

cellulaire entre les études, du marquage et de la préparation par dépolymérisation des HS 

ainsi que des techniques d'analyse. 

 En conclusion, ces résultats montrent que les caractéristiques des HS issus de 

différentes lignées cellulaires peuvent être déterminées grâce à une analyse par RMN. Cette 

analyse non-destructive pour les polysaccharides est menée sur un matériel directement issu 

des cellules. Le choix de la RMN comme méthode fiable pour l'analyse du profil saccharidique 

a été précédemment validé par l'étude des HS issus des MEF en accord avec l'analyse 

disaccharidique et a fait l'objet d'une publication (annexe 7) (Pegeot et al. 2014). 

 

 

D. Etude des HS dans le contexte du protéoglycane 
 

 L'étude des HS par RMN liquide s'est donc révélée possible sur les HS entiers marqués 

issus de surfaces cellulaires. Elle a permis de déterminer le profil saccharidique et de 

modifications de ceux-ci à partir de quantités de cellules abordables et de temps d'analyse 

raisonnables. Toutefois le fait d’extraire les HS conduit à perdre des informations de 

localisation et de coopération éventuelle des chaînes dans le contexte cellulaire. L'obtention 

de ces quantités d'HS par RMN du liquide nous a fait envisager la possibilité d'une étude 

directe sur des cellules intègres par des techniques de RMN solide (ou ssNMR pour solid state 

NMR). Cela a été mené sur le  modèle des cellules  épithéliales HeLa. 

 

1. Etudes des sucres à partir de cellules entières 
 

 Les cellules HeLa analysées ont été cultivées comme précédemment dans un milieu 

marqué (13C-glucose) et ont été récupérées après détachement du support par une solution 

d’EDTA (versène) afin de préserver les molécules présentes sur les surfaces cellulaires. Les 
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cellules sont, après lavage, directement introduites dans un rotor pour leur analyse par RMN 

solide par centrifugation. 

 Dans la Figure 108 sont présentés les résultats d’expériences préliminaires faites avant 

le début de ce travail. Le spectre 13C 1D en démarrant par une excitation directe du 13C et 

obtenu sur des cellules HeLa entières est présenté en bleu dans cette Figure 108. Dans ce 

spectre montrant toutes les résonances carbones détectables, on peut immédiatement 

observer la présence de signaux résolus nettement au-dessus du bruit de fond. De plus, une 

partie de ces signaux correspond aux fréquences où sont attendus les signaux des espèces 

glycosidiques (entre 50ppm et 100ppm). On observe également des signaux aux fréquences 

des carbones des fonctions carboxyliques (172 ppm) comme aux carbones des chaînes 

insaturées (128 ppm). De même, un certain nombre de signaux résolus sont présents vers 20 

ppm, région où sont attendus les signaux des groupements N-acétyles des glucosamines non-

modifiées. Ces premiers résultats ont suggéré la présence d'un ensemble d'espèces de nature 

glycosidique. 

 Des cellules HeLa ont été ensuite traitées aux héparinases I et III. Dans ce cas, on peut 

noter qu'après digestion des surfaces cellulaires, les intensités de certains pics diminuent, en 

particulier à 100ppm dans la région des carbones anomériques des sucres, ce qui suggère 

qu'une partie de ces signaux pourrait être attribuée à des espèces de type HS (spectre rouge).  

 Enfin, lorsque les cellules sont traitées simultanément aux héparinases, chondroïtinase 

et N-glycosidase, les signaux à 100ppm sont pratiquement abolis, les signaux vers 80-60ppm 

sont fortement diminués comme également un pic à 23ppm alors que les autre signaux ne 

sont pas touchés. Les cellules étant intactes, cela suggère fortement que les espèces à l'origine 

Figure 108 : Analyses par RMN solide d'un spectre 13C après excitation directe du carbone. Détection enregistrée 

sur des cellules HeLa intactes (bleu), traitées aux héparinases I et III (rouge) et traitées aux héparinases I et III, 

chondroitinase ABC et N-glycosidase (vert). Les spectres sont enregistrés à 12°C pendant 30 minutes à une vitesse 

de rotation à l'angle magique (MAS) de 12kHz. Les flèches noires indiquent les signaux affectés par les traitements 

enzymatiques.  
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de ces signaux sont accessibles aux traitements enzymatiques et donc exposées à la surface 

de  la cellule. 

Tous ces résultats tendent à montrer qu'il existe à la surface cellulaire une quantité d'espèces 

glycosidiques suffisamment importante pour être observable par RMN du solide. De plus, le 

fait qu'une partie de ces espèces soit sensible à l'action des héparinases suppose une 

contribution significative des HS au niveau des membranes. 

 Ces résultats étant alors très encourageants et comme la  technique de RMN 1D ne 

permet pas une caractérisation plus précise de la nature de ces composés, des expériences 

bidimensionnelles ont été réalisées afin d'améliorer la résolution et de caractériser plus 

finement les espèces présentes. 

 De même afin d'obtenir la plus grande sensibilité des analyses, la totalité des 200 

millions de cellules HeLa récoltées ont été placées dans un rotor à large volume (7mm de 

diamètre). Les analyses ont été effectuées à l'Institut Nanoscience et Cryogénie (INAC) sur un 

spectromètre 400MHz équipé d'une sonde solide (collaboration avec le Dr. Hediger). 

L'échantillon étant plus conséquent, une meilleure sensibilité est attendue pour ces 

expériences bidimensionnelles. 

 Des expériences de corrélation 13C-13C ont été réalisées permettant d'observer des 

corrélations aux fréquences de carbones vicinaux (Figure 109). Sur la figure est représenté le 

spectre obtenu. Malgré la quantité de cellules utilisées, la sensibilité du spectre n'est pas 

optimale. On peut toutefois observer dans la région des carbones anomériques (90-105ppm, 

encadré vert),  plusieurs  signaux diagonaux correspondant à autant de carbones 

anomériques. Chacun de ces carbones est voisin d'un autre carbone dont le déplacement 

chimique est dans la gamme des 70ppm. De même, des corrélations diagonales et hors 

diagonales sont observées entre carbone dont les déplacements chimiques sont compris entre 

60 et 80 ppm. Cela est en accord avec ce qui est attendu pour les déplacements chimiques des 

oses. Par contre, nous n'observons pas de corrélation C1-C2 aux déplacements chimiques 

attendus pour des GlcA (105ppm-76ppm), des GlcNAc (100ppm-56ppm) et GlcNS (100ppm-

60ppm). 

 Il est ainsi possible d'observer les signaux de sucres pour des cellules eucaryotes HeLa 

entières par ssNMR. Cette technique est suffisamment résolutive pour déterminer certaines 

corrélations. Cependant, bien que des HS puissent être présents au niveau des surfaces 

cellulaires (cf traitement aux héparinases Figure 108), nous n'avons pas pu observer leurs 

déplacements chimiques par les expériences 2D de corrélation 13C-13C par le couplage scalaire 

(couplage via les liaisons chimiques). Cela pourrait s'expliquer par une trop faible quantité 

d'HS pour les analyses dans ces conditions et donc une trop faible sensibilité. Des expériences 

dites par Cross Polarization (CP) et démarrant de l'aimantation du proton ont été testées. 

Malgré le gain de sensibilité escompté du fait du rapport gyromagnétique du proton, ces 

expériences n'ont pas permis d'augmenter l'aimantation détectée. Cette faible efficacité du 

transfert CP entre le proton et le carbone peut s'expliquer par la présence d'une flexibilité 

importante au sein de la molécule et qui tend à réduire le couplage dipolaire 1H-13C (résultat 

non-montré). 
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 Dans le but d'augmenter significativement la sensibilité de l'expérience, des 

techniques de polarisation nucléaire dynamique (DNP) ont été testées sur les cellules HeLa. 

 

2. Premières analyses par polarisation nucléaire dynamique (DNP) 
 

 Afin d'augmenter la sensibilité dans le cas de matériaux poreux ou de l'étude de 

surfaces, des expériences de DNP ont été proposées. Il s'agit de créer une aimantation au 

niveau d'un électron célibataire porté par un radical et de transférer l'aimantation vers les 

noyaux du matériel étudié. Pour ce faire, un radical, ou agent polarisant, tel que le totapol (1-

(TEMPO-4-oxy)-3-(TEMPO-4-amino)propan-2-ol) est mis en contact avec le matériau et est 

ensuite excité par une émission micro-onde (Song et al. 2006). Cette expérience a été testée 

sur des cellules bactériennes (Takahashi et al. 2013) et a montré qu'il était possible 

d'augmenter sensiblement les signaux des molécules se trouvant à la surface cellulaire. Nous 

avons donc cherché à utiliser un protocole très similaire afin d'observer les chaines de sucres 

se trouvant à la surface des cellules épithéliales. Après avoir mis en contact le totapol et une 

matrice contenant du DMSO, nous avons excité à l'aide d'un gyrotron l'électron du totapol et 

enregistré des expériences de type DQ (double quanta). Dans ces expériences,  on trouve en 

abscisse les déplacements chimiques directement observés et en ordonnée la somme des 

deux déplacements chimiques des carbones voisins. Ainsi, une corrélation est observée entre 

deux carbones vers 100ppm et 58ppm (en abscisse) donnant un signal vers 158 (100+58ppm) 

en ordonnée (Figure 110). Ces déplacements chimiques sont similaires à ceux attendus pour 

les C1 et C2 des GlcNAc. Un signal faible est également observé vers 105 et 80ppm (abscisse) 

et 185ppm (ordonnée). Ces déplacements chimiques semblent correspondre à ceux attendus 

pour les C1 et C2 des GlcA. Toutefois la sensibilité, malgré la technique, reste très limitée et ne 

Figure 109 : Expérience par ssNMR de corrélation 13C-13C après excitation directe du 13C et en utilisant le 

couplage scalaire lors du transfert 13C-13C. Ce spectre a été enregistré sur cellules entières HeLa à 4°C, avec un 

temps expérimental de 15h et à une vitesse de rotation à l’angle magique de 3,4 kHz. L'encadré vert correspond 

aux corrélations attendues pour les carbones anomériques et l'encadré orange aux autres corrélations attendues 

pour les GAG. Les corrélations C1-C2 attendues pour les GlcNAc, GlcNS et GlcA sont indiquées par une croix rouge. 
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permet pas d'affirmer avec certitude la présence de GlcA bien que cette observation soit 

encourageante. En particulier, il a été montré que la sensibilité est très dépendante de la 

nature du matériel étudié et du mode de préparation de l'échantillon (quantité de radical, 

nature de la matrice, méthode de trempage…). Ces premiers essais restent donc une voie à 

explorer et à optimiser afin de caractériser finement les HS par ssNMR. 

 Le manque de sensibilité des expériences peut s'expliquer, en plus de la technique 

RMN en elle-même, par la trop faible quantité en matériel d'intérêt au sein des rotors 

d'analyse. En effet, le volume occupé dans le rotor est principalement celui des organites de 

la cellule (cytosol, noyau...) et peu par les membranes comprenant les HSPG. Un moyen donc 

d'augmenter la concentration en HS est d'étudier alors les membranes plasmiques isolées. 

 

3. Etudes des sucres dans les membranes plasmiques isolées de cellules HeLa 
 

 L'analyse des résultats obtenus sur les cellules entières est limitée par la sensibilité des 

expériences. Afin d'augmenter au maximum la quantité d'échantillon analysée, nous avons 

utilisé des préparations contenant uniquement des membranes cellulaires. En éliminant les 

différents organites qui occupent un volume conséquent, nous espérions occuper au 

maximum le volume du rotor avec les molécules d'intérêt. 

 Une fois préparés, nous avons analysé ces échantillons par différents types 

d'expériences RMN. En premier lieu, nous avons enregistré des expériences 13C en excitation 

directe qui permettent d'observer les signaux de toutes les espèces contenant du 13C dans 

l'échantillon indépendamment de leur flexibilité. Le spectre, comme l'illustre la figure 

suivante, ne montre qu'un nombre limité de résonances à des déplacements chimiques 

similaires à ceux du spectre 1D carbone des cellules entières. Nous observons plusieurs pics 

Figure 110 : Expérience Double Quanta (DQ) ssNMR par DNP de cellules HeLa entières 

marquées. Le spectre est enregistré sur des cellules HeLa  à 4°C pendant 15h en rotation à 

l’angle magique. 
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(93, 97 et 100ppm)  dans la région des carbones anomériques dont le plus intense est à 

100ppm (Figure 111A) qui est le déplacement chimique attendu pour les C1 des glucosamines. 

De même, on observe un massif de pics entre 60 et 80 ppm. Ces signaux sont dans la zone 

attendue pour les C2-C6  des hexoses. Par contre, nous n'observons ni signal à 56ppm, ce qui 

est le déplacement chimique des C2 des GlcNAc, représentant 55% des glucosamines selon les 

études par RMN liquide, ni de pic vers 105ppm où est attendu le signal des carbones 

anomériques des acides uroniques.   

 Une idée de la flexibilité des molécules présentes dans la préparation des membranes 

peut être obtenue par la mise en place d'expérience de polarisation croisée (CP) et INEPT 

(insensitive nuclei enhanced by polarization transfer). La première technique (CP) permet 

d'observer uniquement les parties suffisamment rigides pour donner lieu à un couplage 

dipolaire alors que la seconde n'utilise que le couplage scalaire efficace pour transférer 

l'aimantation que dans les parties plus flexibles. L'expérience INEPT révèle la présence de 

sucres flexibles mais les corrélations attendues pour les C2-glucosamines (60 et 56ppm) et les 

C1-uronates (105ppm) ne sont pas clairement observées (Figure 111B). De même pour les 

analyses par CP, les déplacements chimiques observés n'appartiennent vraisemblablement 

pas non plus aux HS (Figure 111C). 

 

Figure 111 : Expériences par ssNMR de corrélations 13C par excitation directe (A), INEPT (B) et CP (C) 

d'une préparation de membranes de cellules HeLa. Les cellules sont analysées à 8°C à une vitesse de 

rotation de 12kHz pendant 11mn (13C-directe), 3mn (INEPT) ou 31mn (CP) dans un rotor 3,2mm. 
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En conclusion de ces expériences, comme dans les cellules entières, nous pouvons 

observer dans les membranes isolées des signaux correspondant très probablement à des 

sucres mais par contre il n'est pas possible de détecter la signature des HS. 

 

 Dans le but de déterminer de manière plus fine les espèces contenues dans 

l'échantillon, des expériences bidimensionnelles de corrélation 13C-13C sont réalisées. Trois 

pics intenses à 93, 97 et 100ppm dans la zone des carbones anomériques sont observés et qui 

corrèlent avec leur carbone vicinal à 72, 75 et 72ppm respectivement (Figure 112). Dans la 

région entre 60ppm et 80ppm sont observées également des corrélations diagonales et hors-

diagonales entre plusieurs carbones. Comme pour les cellules entières, les corrélations C1-C2 

attendues pour les HS (GlcA : 105-76ppm ; GlcNAc : 100-56ppm ; GlcNS 100-60ppm) ne 

correspondent pas à celles observées par RMN solide. 

 

 Enfin, des expériences INEPT bidimensionnelles de corrélation 1H-13C ont également 

été réalisées afin de déterminer les déplacements chimiques des protons liés directement aux 
13C observés dans les espèces relativement flexibles. 

 L'analyse du spectre obtenu (Figure 113) indique la présence des 3 carbones 

anomériques observés également par corrélation 13C-13C. Le carbone observé à 100ppm est 

couplé à un carbone dont le déplacement chimique est de 5,5ppm, ce qui est similaire aux 

déplacements chimiques 1H1-13C1 des glucosamines. Toutefois, ce même carbone est couplé 

avec un carbone voisin dont le déplacement chimique est de 72ppm, et donc différent des 

déplacements chimiques C2 des GlcNAc (56ppm) et GlcNS (60ppm) (Figure 112). Les autres 

déplacements chimiques des carbones anomériques observés sur les membranes (97 et 

93ppm) ont des déplacements chimiques 1H1-13C1 différents des carbones anomériques 

Figure 112 : Expérience ssNMR de corrélation 13C-13C par couplage scalaire avec excitation directe du carbone 

enregistrée sur une préparation de membranes de cellules HeLa marquées. Température d'analyse : 8°C ; temps 

d'analyse : 37h ; vitesse de rotation : 12kHz. 
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attendus pour les HS dont un spectre HSQC (en vert) est superposé au spectre 2D INEPT pour 

comparaison. 

 A partir des préparations de membranes isolées d'HeLa, les analyses de spectroscopie 

RMN du solide de ces composés montrent la présence de différents sucres avec différentes 

flexibilités à leur surface. Des expériences bidimensionnelles permettent de déterminer les 

différents déplacements chimiques de ces espèces. Toutefois, ces déplacements chimiques ne 

correspondent pas à ceux attendus pour les HS et la nature de ces sucres reste encore à 

déterminer. 

 

4. Etudes par RMN liquide des membranes de cellules HeLa solubilisées dans des 
détergents 

 

 Nous n'avons donc pas pu observer de signaux attribuables aux HS dans les 

préparations membranaires des cellules HeLa par RMN du solide bien que ces espèces soient 

présentes à la surface des cellules. Afin de comprendre si cela provient de la préparation de 

l'échantillon ou des conditions d'analyses, nous avons solubilisé les membranes préparées à 

partir des cellules HeLa et nous les avons analysées par RMN liquide. 

 Nous avons solubilisé les membranes grâce à trois détergents différents : le Triton X-

100, l'octylPOE (octylpolyoxyéthylène) et le DPC (n-dodécylphosphocholine). Les résultats 

obtenus par RMN grâce à ces trois détergents présentent les mêmes caractéristiques. Seul le 

spectre enregistré sur des membranes solubilisées dans le détergent octylPOE est présenté ici 

Figure 113 : Expérience ssNMR INEPT de corrélation1H-13C d'une préparation de membranes de cellules HeLa 

(noir) comparé à un spectre HSQC liquide d'HS commercial (vert). Temps d'analyse INEPT : 28h ; vitesse de 

rotation : 12kHz ; température d'analyse : 8°C. 
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(Figure 114). Les spectres issus des membranes solubilisées au triton X-100 et au DPC sont 

présentés en annexe 6. 

Nous retrouvons dans ce spectre pratiquement toutes les corrélations observées dans 

un spectre de type INEPT obtenu sur les fragments de membranes (Figure 114). Cela montre 

que les espèces que nous observons dans les membranes s'observent également en solution. 

De plus, il n'y a pas d'influence significative du milieu sur les déplacements chimiques. En effet, 

il aurait été possible que les déplacements chimiques soient perturbés et que cela masque la 

présence des corrélations caractéristiques des HS, ce qui n'est pas le cas.  

 

Dans ces conditions de préparation d’échantillon, les HS ne sont toujours pas observés 

par RMN. Une dernière hypothèse serait que se forment, en présence de détergent, des 

micelles de taille importante. Les PG, et donc les chaînes d’HS, auraient un temps de 

corrélation beaucoup plus long, ce qui provoquerait un élargissement des signaux tel que les 

HS pourraient ne pas être observés. Afin de vérifier cette hypothèse, l’échantillon des 

membranes solubilisées a été digéré in situ aux héparinases et chondroïtinase. Pour cela, 

l'efficacité de digestion d'héparine commerciale par ces enzymes dans ces conditions de 

milieu a été vérifiée (résultat non-montré). Le traitement aurait dû alors libérer, si des HS 

étaient présents, les fragments saccharidiques du protéoglycane. Le spectre HSQC de cette 

digestion est présenté dans la Figure 115B. La comparaison des spectres de l’échantillon non 

digéré (Figure 115A) et de l’échantillon digéré ne montre pas l’apparition de nouveaux signaux 

après digestion. Il n'est pas possible de détecter, même au niveau du bruit, de pic 

correspondant à la signature spectrale des HS. 

 

Figure 114 : Comparaison des spectres de membranes HeLa marquées par ssNMR (rouge) et par RMN liquide 

(noir). Le spectre noir de type HSQC est issu d'une préparation de membranes solubilisées dans l'octylPOE, et le 

spectre rouge est une analyse INEPT par ssNMR de membranes isolées. 

 



  

   165 
 

 En conclusion, il n’a pas été possible d'observer le signal des HS par RMN du solide que 

ce soit sur les cellules entières ou sur des préparations plus concentrées de fragments de 

membranes. La raison exacte de cette absence n'est pas connue à ce stade de l’étude. Dans le 

cas des cellules entières (étudiées en RMN solide dans un rotor de 7mm de diamètre), le fait 

que le nombre de cellules soit similaire à celui dont sont extraits les échantillons pour la RMN 

en solution ne permet pas d'invoquer seulement un problème de sensibilité (même en tenant 

compte de la plus grande sensibilité des cryosondes utilisées en RMN du liquide). Pour les 

préparations membranaires, on doit se poser la question de l'innocuité du mode de 

préparation des échantillons sur la conservation des protéoglycanes puisque la présence des 

HS à la surface des cellules a été précédemment démontrée. 

 

Enfin, même si les HS ne sont pas observés, il n'en reste pas moins que des signaux 

attribuables à des espèces glycosidiques sont présents, et qui sont conservés au niveau des 

cellules entières et des préparations de membranes solubilisées. La possibilité que ces signaux 

proviennent de glucose résiduel peut être écartée en raison des lavages successifs des cellules 

et du mode de préparation des fragments membranaires. Afin de caractériser plus avant les 

espèces observées dans les spectres HSQC,  des expériences préliminaires de type HCCH-COSY 

et HCCH-TOCSY ont été enregistrées sur un échantillon de membranes solubilisées dans 

l'octylPOE Figure 116. Ces  séquences permettent le transfert d'aimantation soit à travers la 

première liaison chimique soit à travers toutes les liaisons chimiques dès lors que les noyaux 

concernés possèdent un spin nucléaire non nul, ce qui est le cas d'un ose entièrement marqué 
13C. Cela se traduit dans le spectre par la présence de corrélations à la fréquence d'un proton 

de corrélations avec le carbone qui le porte et avec son premier voisin (HCCH-COSY) (spectre 

rouge) ou avec tous les atomes 13C de la chaîne (HCCH-TOCSY) (spectre bleu). Cela est illustré 

par la Figure 116 où sont indiquées les corrélations de plusieurs motifs différents à partir des 

Figure 115 : Analyse par RMN de membranes de cellules HeLa solubilisées à l'octylPOE. Des spectres HSQC sont 

enregistrés sur les membranes solubilisées à l'octylPOE intactes (A) et digérées aux héparinases et chondroïtinase 

(B). 
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fréquences des protons anomériques. Si l'on considère le système dont le proton est à la 

fréquence de 5,9ppm (système A), le proton est porté par un carbone à 92ppm, le premier 

carbone voisin est à 76ppm (on observe une corrélation dans le spectre HCCH-COSY), et la 

chaîne comporte au moins trois autres carbones à 86ppm, 72ppm et 63,5ppm. Les 

déplacements chimiques sont proches de ceux compilés pour des riboses mais à ce point, il 

n'est pas possible d'identifier cette espèce. Dans le cas de l’espèce dont les pics sont les plus 

intenses dans les spectres de RMN solide (système B, fréquence du proton à 5,4ppm), on 

obtient pour le carbone associé un déplacement chimique à 102ppm, un premier voisin à 

74ppm et 4 autres carbones à 79,5 ppm, 75,5 ppm, 71,7 ppm et 63,5 ppm. Les systèmes C et 

D dont les corrélations 1H1-13C1 sont également observées dans les spectres INEPT en solide 

présentent des schémas voisins. Ces déplacements chimiques sont proches de ceux d’unités 

de type glucose mais il n'a pas été possible d'aller plus loin dans l'identification de ces 

composés. Il est néanmoins connu qu’il existe dans les membranes cellulaires un certain 

nombre de composés glycosylés : protéines membranaires et glycolipides par exemple et il est 

possible qu'ils soient à l'origine de ces  signaux. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 116 : Analyse par RMN de membranes de cellules HeLa solubilisées à l’octylPOE. Des spectres HSQC (noir), 

COSY (rouge) et TOCSY (bleu) sont enregistrés sur les membranes isolées solubilisées à l’octylPOE. 
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Discussion générale, Conclusion et Perspectives 
 

Les HS sont des acteurs incontournables dans de nombreux événements cellulaires 

physiologiques et pathologiques tels que la prolifération cellulaire, la migration, le 

développement, la réponse immune, l’angiogenèse, l’attachement viral etc (Sarrazin et al. 

2011). En occupant les matrices extracellulaires et les surfaces des cellules, ils permettent de 

réguler au niveau spatial et temporel la présentation de molécules d’intérêt et de participer à 

de nombreux processus biologiques. Un grand nombre de protéines est capable d’interagir 

avec les HS (presque 500 recensées (Ori et al. 2008)), et cette capacité unique des HS prend sa 

source dans sa structure extrêmement variée. En effet, lors de sa synthèse, et en fonction du 

type cellulaire (Shi & Zaia 2009), de son activation, de l’état physio-pathologique ou du stade 

de développement (Bulow & Hobert 2004), le polysaccharide va subir différentes 

modifications au cours de son élongation et même après au niveau de la surface cellulaire ou 

dans la MEC. Ces modifications, au niveau du motif disaccharidique (GlcA-GlcNAc), sont 

principalement des sulfatations et épimérisation à différentes positions, et vont conférer à la 

chaine une organisation moléculaire unique avec des domaines fortement substitués alternant 

avec des régions peu ou pas substituées. Ces domaines hautement modifiés, caractérisés par 

une très grande hétérogénéité structurale, sont impliqués dans la reconnaissance et 

l’interaction avec leurs ligands protéiques. 

Bien que les HS ne soient pas directement codés génétiquement, la machinerie 

cellulaire responsable de leur biosynthèse est finement régulée et est dépendante de 

l’expression d’une large gamme d’enzymes, possédant parfois plusieurs isoformes (Kreuger & 

Kjellén 2012). Ces enzymes dont l’expression est tissu-dépendante, vont conduire à la 

formation de polysaccharides de taille, de structure et de dynamique très variables.  

Du fait de cette hétérogénéité de structure, de taille, de flexibilité et du manque 

d’outils analytiques, les analyses structurales des HS ont été fortement limitées. La plupart des 

études de caractérisation de structure des HS sont principalement basées sur des fragments 

oligosaccharidiques obtenus par dépolymérisation partielle ou totale de ces polysaccharides. 

De plus, les analyses disaccharidiques, du fait de la digestion enzymatique ou chimique, font 

perdre certaines informations structurales, notamment l’épimérisation. Sachant que l’acide 

iduronique, responsable de la flexibilité de la chaine d’HS, est extrêmement important pour la 

reconnaissance des ligands protéiques, il est primordial de développer une approche qui 

permette également sa caractérisation. 

C’est pourquoi, au cours de ma thèse, j’ai développé un protocole pour permettre 

l’analyse par RMN des HS cellulaires, dans le but de déterminer la structure de chaînes d’HS, 

non dépolymérisées, extraites de surfaces cellulaires, où elles jouent un rôle majeur. 

A partir d’un modèle cellulaire humain, les cellules épithéliales adhérentes HeLa, 

connues pour exprimer une quantité importante d’HS, nous avons pu mettre au point un 

nouveau protocole permettant l’analyse structurale par RMN de chaines d’HS entières 

marquées. Du fait de la faible abondance naturelle du carbone 13, la stratégie de marquage a 

été d’utiliser cet isotope sous la forme de 13C-glucose pour marquer métaboliquement les 

GAGs cellulaires. L’utilisation de l’isotope 15N aurait pu être envisagé, en incorporant de la 
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glutamine marquée 15N dans le milieu de culture, cependant ce marquage est grandement 

limité pour la caractérisation des HS (Pomin et al. 2010). 

Nous avons pu extraire une quantité d’HS marqués de l’ordre d’une dizaine de 

microgrammes, après optimisation des conditions de culture et de marquage métabolique au 
13C-glucose, et différentes étapes de purification. Cette dernière a reposé principalement sur 

une série de chromatographies échangeuses d’anions et de digestions des protéines et des 

acides nucléiques dont la structure linéaire et polyanionique est similaire aux HS. La 

purification, malgré le fait qu’elle ne soit pas totale, nous permet tout de même de réaliser 

des études par RMN tant qualitative, par attribution des différents signaux grâce aux données 

existantes dans la littérature (Guerrini et al.2005), que quantitative en déterminant le taux de 

modification ainsi que les structures disaccharidiques. Il a ainsi été mesuré par cette méthode 

RMN, pour les HS de cellules HeLa, des taux de modification similaires à ceux retrouvés dans 

la littérature, notamment pour la N-sulfatation (Takegawa et al. 2011) utilisant d’autres 

méthodes, basées principalement sur l’analyse disaccharidique. Cependant, du fait des 

digestions enzymatiques (héparinases), l’information d’épimérisation n’est plus accessible et 

nécessite des techniques de dégradation chimique qui elles, font perdre l’information de N-

sulfatation. Par la technique RMN, ces deux informations (détection des acides iduroniques et 

des N-sulfatations) sont parfaitement accessibles et les HS sont préservés au cours de 

l’analyse. Les taux de 2-O-sulfatation, 6-O-sulfatation sont également accessibles ainsi que les 

différentes unités disaccharidiques formées. La longueur des chaines d’HS des cellules HeLa a 

également été estimée entre 70 et 100 disaccharides à partir des intégrations des signaux des 

glucosamines et du xylose (un xylose par chaine). 

 Ce travail de mise au point a permis d’obtenir des profils d’HS cellulaires, grâce à une 

méthode non destructive, la RMN. Cette technique, du fait de cet avantage important, permet 

d’utiliser ces HS marqués pour d’autres études, notamment d’interaction avec des ligands 

protéiques. Un autre avantage majeur de cette méthode est d’avoir accès à des résidus, 

comme l’acide iduronique, difficilement quantifiable par d’autres techniques. 

Pour faire suite à ce travail, il était nécessaire d’utiliser d’autres systèmes cellulaires 

pour montrer l’efficacité de cette approche. Je me suis donc intéressé à d’autres cellules, les 

fibroblastes de souris embryonnaires ou MEF, et à l’étude de la structure des HS en fonction 

de l’expression d’une enzyme impliquée dans la biosynthèse des HS, la NDST-1, qui est vitale 

in vivo (Ringvall et al 2000 et Fan et al 2000). Les analyses in vitro par RMN des HS marqués, 

issus des MEF KO (ou ndst-1-/-) comparés aux HS des MEF WT montrent une structure des 

chaines différentes bien au-delà de la seule N-sulfatation. En effet, dans un premier temps les 

chaines d’HS sont effectivement moins N-sulfatées (baisse de 36%), cette différence de 

structure n’a pas pu être observée par cytométrie en flux. Toutefois, du fait de la présence 

d’autres isoformes de l’enzyme, principalement la NDST-3 et -4 qui sont exprimées plutôt dans 

les tissus embryonnaires (Aikawa & Esko 1999, Aikawa et al 2001), pourraient être à l’origine 

des groupements N-sulfates observés. Les différents niveaux d’expression ou de surexpression 

dans les MEF KO peuvent être déterminés pour les différentes isozymes à travers la quantité 

de transcrits (par PCR quantitative). La NDST-3, comme cela a été décrit dans la partie 

introduction, a une activité N-désacétylase plus importante que son activité N-sulfotransférase 
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(Norgard-Sumnicht & Varki 1995) (Vanpouille et al. 2007), ayant pour conséquence la 

formation de glucosamines non-substituées (GlcNH3
+). Toutefois nos analyses par RMN ne 

nous permettent pas d’observer les déplacements chimiques de ces espèces. L’absence de la 

NDST-1 et/ou la réduction de la N-sulfatation a également des répercussions plus larges sur la 

structure des HS. En effet, la diminution de la quantité de substrat de la C5-épimérase (GlcA-

GlcNS) à travers la baisse de la N-sulfatation a pour conséquence une baisse de l’épimérisation 

de 60%, ce qui est plus important que la baisse de N-sulfatation. Cela peut s’expliquer par 

l’élaboration des structures d’HS avec des GlcNS contiguës par la NDST-1, substrat plus 

favorable pour la C5-épimérase. De plus, cette diminution de l’épimérisation ne change pas le 

niveau de sulfatation des IdoA, qui reste à 65%  dans les chaines d’HS issues des MEF WT et 

MEF KO. Ceci pourrait suggérer que la HS2ST n’est pas l’enzyme limitante, mais plutôt son 

association avec la C5-épimérase qui est critique. Cette analyse permet également de rendre 

compte de la spécificité du substrat de la HS2ST qui est l’acide iduronique, indépendamment 

des modifications des glucosamines adjacentes. La 6-O-sulfatation moyenne, quant à elle, 

reste constante à 20% dans les chaines d’HS des cellules sauvages et KO, bien que pour ces 

dernières, la N-sulfatation et autres modifications soient réduites. Plusieurs hypothèses 

peuvent être formulées quant au maintien constant de ce taux de 6-O-sulfatation malgré la 

baisse de la N-sulfatation. En effet, cela pourrait s’expliquer par une (sur)expression des 

isoformes des HS6ST plus affines pour les GlcNAc et surtout pour les GlcNS-IdoA dont la 

proportion GlcNS,6S-IdoA est nettement supérieure aux GlcNS-IdoA chez les MEF KO (90%) 

comparé aux MEF WT (35%). L’estimation des différentes modifications, à l’exception de 

l’épimérisation, réalisée par RMN est en adéquation avec l’analyse disaccharidiques des 

chaines d’HS des MEF WT et KO effectuée par nos collaborateurs (Pegeot et al, accepté, voir 

annexe 7), validant davantage l’efficacité de la purification des HS entiers cellulaires et des 

méthodes d’analyse par RMN. Aucune évolution de la taille moyenne des chaines d’HS n’a été 

observée. L’absence de l’enzyme NDST-1 a un effet sur la cellule qui est important, tout 

d’abord du point de vue phénotypique et morphologique, les cellules sont beaucoup plus 

étalées sur leur support, mais le temps de génération est également plus long. L’absence de la 

NDST-1, en perturbant la machinerie, voire le gagosome (Esko & Selleck 2002), de biosynthèse 

ordonnée des HS, aboutirait à des structures de chaine d’HS moins capables d’interagir avec 

les facteurs nécessaires pour la croissance cellulaire. Ces structures particulières semblent 

donc être vitales in vivo pour la survie du fœtus et du nouveau-né (Ringvall et al. 2000 et Fan 

et al. 2000). Ceci met également l’accent sur la relation étroite qui existe entre les différentes 

enzymes de biosynthèse des HS. 

 Ce protocole de marquage et de purification des HS cellulaires validé par le modèle 

cellulaire MEF peut également être utilisé pour la détermination des profils de sulfatation et 

d’épimérisation de différents types cellulaires et au cours de différents phénomènes. En effet, 

le profil saccharidique des HS en subissant différentes modifications en réponse aux 

stimulations de l’environnement, permet de moduler les interactions HS-protéines au niveau 

des surfaces cellulaires. Ces changements dans la voie de biosynthèse et donc dans la structure 

des HS, qui conduisent à un changement ou perte de fonction de certains ligands protéiques, 

peuvent se produire lors d’état pathologique ou à travers un phénomène de régulation 
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cellulaire. Il est donc important de caractériser les chaines d’HS dans le but de prédire la 

réponse cellulaire à différents stimuli, notamment en présence de facteurs de croissance et de 

cytokines avec lesquels elles interagissent et qui sont essentiels dans le développement, la 

prolifération, la différenciation (Kraushaar et al. 2013) (Casu et al. 2010)... 

Le protocole ainsi mis en place a été appliqué pour l’étude de l’évolution du profil d’HS 

en fonction d’un changement d’état de la cellule, la différenciation cellulaire. Un modèle de 

cellules Caco-2 issues d’adénocarcinome de côlon a alors été utilisé, ces cellules ayant la 

capacité de se différencier spontanément en cellules similaires aux entérocytes. Une fois 

marqués et purifiés, les HS des cellules non-différenciées et différenciées présentent une 

structure polysaccharidique différente. En effet, les chaines sont plus courtes et les O-

sulfatations et l’épimérisation sont plus importantes dans les HS de cellules différenciées. Le 

taux de N-sulfatation au cours de la différenciation est stable ce qui est également observé par 

analyse disaccharidique dans la littérature (Salmivirta et al. 1998). Dans cette étude, le taux de 

N-sulfatation est toutefois plus faible (≈40%) que celui que nous avons déterminé par RMN et 

que celui obtenu et publié par une autre équipe (≈50%) (Levy et al. 1988). Le taux de 6-O-

sulfatation dans l’étude de Salmivirta et al. est plus faible dans les HS issus de cellules 

différenciées par rapport aux HS de cellules non-différenciées (-20%) alors que nous observons 

l’inverse dans notre étude (+36%). De manière générale, à l’exception de la N-sulfatation, les 

chaines d’HS des cellules différenciées sont plus modifiées, la proportion de disaccharides 

GlcNS(±6S)-IdoA,2S est également plus importantes (Pegeot et al. 2014). Ensemble, ces 

résultats montrent effectivement une évolution de la structure des HS au cours de la 

différenciation, pour permettre aux cellules d’interagir différemment avec leur 

environnement. La longueur des chaines est également réduite d’un facteur 2 

approximativement. Toutefois, on ne sait pas si le niveau d’expression en HS est modifié, c’est-

à-dire si le raccourcissement observé des chaines est compensé par l’augmentation du nombre 

de chaines. Les analyses par cytométrie en flux pour un même nombre de cellules non-

différenciées et différenciées montrent une quantité de fluorescence similaire pour les cellules 

marquées avec l’anticorps spécifique dirigé contre les HS. La détection des HS par cytométrie 

en flux ne permet pas une quantification exacte du nombre de chaines présentes à la surface 

de la cellule. Ceci est d’autant plus difficile que la structure des chaines HS est modifiée après 

différenciation cellulaire. 

 Un moyen de vérifier si un phénomène de compensation est effectivement présent au 

niveau des cellules différenciées serait de regarder la variation du taux d’expression des 

différents PG (glypicans et syndécans principalement) présents sur les surfaces cellulaires. Il 

serait également intéressant de regarder si les niveaux d’expression des différentes enzymes 

impliquées dans la biosynthèse des HS varie chez les cellules Caco-2 avant et après 

différenciation comme c’est le cas pour d’autres enzymes cellulaires (Reisher et al. 1993). 
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Limites et optimisation de la technique : 

 

Nous avons ainsi pu voir que différentes structures de chaines d’HS peuvent 

efficacement être analysées. Toutefois, l’approche utilisée souffre de plusieurs limitations qui 

peuvent rendre l’analyse des HS de certaines cellules inaccessible. La technique RMN, même 

si elle a l’avantage d’être non destructive, est peu sensible. En effet, l’analyse requiert une 

quantité importante d’HS marqués, et donc une grande quantité de cellules, exprimant 

beaucoup d’HS à leur surface. Bien que la plupart des signaux correspondant aux espèces 

attendues soient observés, certaines espèces restent encore inaccessibles et non détectées 

dans les conditions expérimentales déterminées. Ce sont principalement les signaux 

correspondant aux GlcA,2S, GlcN,3S et GlcNH3
+. Ces rares modifications au sein de la chaine 

d’HS jouent pourtant un rôle extrêmement important dans l’interaction avec des protéines. 

Ceci a été plus particulièrement décrit dans le cas de l’ATIII ou encore pour l’HSV (Petitou et 

al. 2003) (Spear 2004). Si ces résidus sont effectivement présents sur les chaines d’HS, leurs 

observations nécessitent une amélioration des conditions expérimentales. Cela peut passer 

par une augmentation du temps d’expérience, ou l’utilisation de spectromètres à plus haut 

champ, permettant l’analyse de plus petits volumes, dans des conditions de concentration en 

HS plus importantes. N’ayant pas eu, au cours de ce travail, la possibilité d’utiliser un tel 

équipement, nous avons tenté d’augmenter la quantité de matériel. Pour cela, nous avons 

essayé de mettre au point une méthode de culture des cellules HeLa en condition de non-

adhérence afin d’augmenter la quantité de cellules obtenues par unité de volume de milieu 

marqué, et donc de quantité d’HS. Les premiers essais réalisés n'ont pas permis d'obtenir une 

lignée viable et nous sommes donc restés dans des conditions d'adhérence. Par conséquent, 

du fait de ce manque de sensibilité, il n’est pas encore possible de détecter les espèces rares, 

et il est très difficile d’appliquer un tel protocole et de réaliser ce genre d’étude sur des cellules 

exprimant très peu d’HS comme par exemple, les lignées lymphocytaires. 

De plus, cette limite de sensibilité est encore accentuée par un marquage non 

spécifique, à savoir l’utilisation du précurseur 13C-glucose pour le marquage des HS. 

L’inconvénient majeur de ce type de marquage est d’introduire des isotopes 13 du carbone au 

niveau des glycoconjugués et des acides nucléiques, nécessitant plusieurs étapes de 

purification. Bien que les échantillons d’HS ainsi préparés permettent des analyses qualitatives 

et quantitatives, des expériences d’interaction en RMN devraient requérir toutefois une 

purification plus fine des extraits. Celle-ci se basant principalement sur l’élimination des acides 

nucléiques restants dont les déplacements chimiques de leur désoxyribose/ribose ne sont pas 

suffisamment résolus et se confondent avec les déplacements chimiques des HS, surtout au 

niveau des corrélations 1H2-5-13C2-5 (Biological Magnetic Resonance Data Bank). De plus, du fait 

que HS et ADN/ARN soient des polymères anioniques, les interactions de natures 

électrostatiques HS-protéines peuvent être parasitées en présence d’acides nucléiques. Les 

chaines d’HS purifiées sont également toujours porteuses d’une fraction peptidique de la 

protéine cœur au niveau du site d’ancrage serylglycine. Cette fraction peut être détachée du 

xylose par voie chimique en utilisant la β-élimination ménagée. Enfin, une dernière étape de 

purification pour l’obtention d’HS cellulaires ultra purs seraient de digérer les CS présents 
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(moins de 10%) dans l’échantillon et observés en RMN mais pas par cytométrie en flux. 

La sensibilité du signal des HS par RMN étant cependant suffisante pour déterminer 

l'essentiel du profil saccharidique, des analyses des HS par RMN du solide ont été mises en 

place. Les analyses des cellules HeLa entières et des surfaces membranaires ont clairement 

montré la présence de sucres relativement flexibles au niveau des membranes dans les 

différentes conditions. Ces sucres marqués, du fait de leur déplacement chimique ne semblent 

pas appartenir aux HS. La méthode montre cependant qu'il est possible de sonder une partie 

de la surface cellulaire par ssNMR après marquage selon le protocole présenté. Dans le but 

d'augmenter la sensibilité des expériences ssNMR, des essais de polarisation nucléaire 

dynamique (DNP) ont également été mis en place d’après le protocole utilisé pour les cellules 

procaryotes (Takahashi et al. 2013). En dehors de toute optimisation du protocole pour les 

cellules HeLa, le spectre montre différentes corrélations dont deux pourraient être dues à la 

présence effective de glucosamine et d'acide glucuronique. Toutefois, afin de clairement 

déterminer leur présence, des optimisations sont nécessaires du point de vue de la 

préparation des échantillons et du marquage ainsi que des améliorations spectroscopiques au 

niveau des séquences d'impulsion par exemple ou d'analyser les cellules et leur surface dans 

des spectromètres à plus haut champ. Dans le cas de la RMN du solide sur des échantillons de 

membranes cellulaires, pour améliorer la sensibilité, une piste serait de reconsidérer le 

marquage indirect, et d’utiliser des précurseurs d’HS plus spécifiques pour s’affranchir de tous 

ces contaminants et augmenter l’efficacité de marquage. 

 

Ensemble, les différents résultats obtenus au cours de ma thèse montrent qu'il est 

possible d’étudier les structures des HS après un marquage métabolique pour leurs analyses 

par RMN liquide. Ce protocole de marquage peut être appliqué à différentes lignées cellulaires 

et au cours de différents évènements cellulaires. Les cellules doivent cependant exprimer une 

certaine quantité d'HS à leur surface pour pouvoir les analyser par RMN en phase liquide. Il 

est donc possible, techniquement de suivre l’évolution structurale des GAG suite à un 

changement d’état de la cellule (pathologique ou régulation physiologique). Cette approche 

pourrait être particulièrement intéressante dans le cas de cellules souches ou cellules 

cancéreuses, pour lesquelles la croissance et la différenciation cellulaire sont sous le contrôle 

d’un éventail de ligands protéiques fixant les HS, comme les facteurs de croissance, cytokines 

et morphogènes (Casu et al, 2010). 

Un autre avantage de cette technique qui permet de générer des HS marqués au 13C est leur 

potentielle utilisation pour des études d’interaction avec un ligand protéique afin d’identifier 

les déterminants structuraux impliqués dans cette association. 

L'investigation des structures d'HS par RMN du solide reste une voie d'exploration qui 

ne permet pas à l'heure actuelle d'observer les HS directement sur des cellules ou membranes 

cellulaires isolées. Des techniques de DNP et un marquage plus spécifique pourraient 

améliorer la sensibilité des expériences pour permettre la détection effective des HS dans le 

contexte membranaire. 
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Annexes 
 

Annexe 1 : Liste non-exhaustive des différents PG présents chez l’Homme. Les PG sont classés selon leur 
topologie dans l’organisme. Les PG sont ensuite classés par ordre alphabétique. Les poids moléculaires (PM) hors 
glycosylation, le type et le nombre de chaine(s) porté(s) ainsi que les tissus d’expression principaux sont également 
renseignés. 
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Annexe 2 : Purification et analyse RMN d’un échantillon-type d’HS issus de MEF WT. Les extraits d’HS de MEF 
WT sont purifiés par chromatographies successives après digestion à la trypsine (A) et à la DNase I (B). Seules les 
fractions éluées en forte concentration de sel absorbant à 260nm (rouge) et 280nm (bleu) sont gardées pour 
analyse par RMN. Les spectres sont enregistrés sur un spectromètre 700MHz à 37°C pendant 16h et attribués 
d’après Guerrini et al 2005 (C) 

Annexe 3 : Purification et analyse RMN d’un échantillon-type d’HS issus de MEF ndst-1-/-. Les extraits d’HS de 
MEF KO  sont purifiés par chromatographies successives après digestion à la trypsine (A) et à la DNase I (B). Toutes 
les fractions d’élution absorbant à 260nm (rouge) et 280nm (bleu) sont gardées pour analyse par RMN. Les 
spectres sont enregistrés sur un spectromètre 600MHz à 37°C pendant 16h et attribués d’après Guerrini et al 2005 
(C) 



  

   179 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Annexe 4 : Purification et analyse RMN d’un échantillon-type d’HS issus de Caco-2 non-différenciées. Les extraits 
d’HS de Caco-2 non-différenciées sont purifiés par chromatographies successives après digestion à la trypsine (A) 
et à la DNase I (B). Seules les fractions éluées en forte concentration de sel absorbant à 260nm (rouge), 280nm 
(bleu) et 215nm (magenta) sont gardées pour analyse par RMN. Les spectres sont enregistrés sur un spectromètre 
700MHz à 37°C pendant 15h et attribués d’après Guerrini et al 2005 (C) 

Annexe 5 : Purification et analyse RMN d’un échantillon-type d’HS issus de Caco-2 différenciées. Les extraits 
d’HS de Caco-2 différenciées sont purifiés par chromatographies successives après digestion à la trypsine (A) et à 
la DNase I (B). Seules les fractions éluées en forte concentration de sel absorbant à 260nm (rouge), 280nm (bleu) 
et 215nm (magenta) sont gardées pour analyse par RMN. Les spectres sont enregistrés sur un spectromètre 
600MHz à 37°C pendant 15h et attribués d’après Guerrini et al 2005 (C) 
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Annexe 6 : Spectres 1H-13C HSQC de membranes isolées solubilisées en détergents. Les membranes isolées de 
cellules HeLa sont analysées par RMN liquide après solubilisation dans du Triton X-100 (vert) ou DPC (orange). Les 
spectres sont enregistrés à 25°C sur un spectromètre 600MHz équipé d’une cryosonde pendant 3h. 
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Annexe 7 : Article Pegeot et al 2014 
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Résumé 
 
 Les glycosaminoglycanes (GAG) forment une famille de polysaccharides linéaires retrouvés dans tous les 
tissus, au niveau des matrices extracellulaires et des surfaces cellulaires. Les héparanes sulfates (HS) sont des 
membres importants de cette famille et sont liés à une protéine dite cœur pour former ensemble le protéoglycane 
(PG). Selon le tissu et la nature de la protéine cœur, les HS, composés d'unités disaccharidiques de N-
acétylglucosamine (GlcNAc) et d’acide glucuronique (GlcA) [-4GlcAβ1-4GlcNAcα1-] vont subir de nombreuses 
modifications. En effet, les HS sont modifiés par différentes sulfatations au niveau des deux oses et une 
épimérisation de l’acide glucuronique en acide iduronique (IdoA). Les différentes structures saccharidiques 
élaborées vont pouvoir interagir avec une très grande quantité de protéines et jouer des rôles divers dans 
l’inflammation, la prolifération cellulaire, l’angiogenèse, la réponse immunitaire, l’attachement viral… 
 L’étude de la structure des HS, du fait de la nature flexible et hétérogène de ces molécules, a été 
principalement focalisée sur des analyses fragmentaires du polysaccharide au niveau des séquences d’interaction 
avec les protéines. Lors de ces dépolymérisations, des informations sur le polysaccharide, notamment 
l’épimérisation, sont perdues. 
 Dans ce travail, nous avons développé une approche basée sur la résonance magnétique nucléaire (RMN) 
bidimensionnelle 1H-13C pour l’étude de la composition saccharidique des HS réalisée directement à partir des HS 
isolés de cellules marquées au 13C. Pour cela, un protocole efficace de marquage et de purification des 
polysaccharides a été mis en place. En intégrant le volume des pics à différents déplacements chimiques par RMN, 
cette analyse non-destructive permet de déterminer à la fois le profil de sulfatation et d’épimérisation des HS. 
Cette analyse est appliquée efficacement à différents types cellulaires et est de grand intérêt pour mieux 
comprendre les changements dans les structures d’HS qui ont lieu lors de régulations physiologiques ou lors de 
développement pathologiques. 
  Ces résultats ont permis d’ouvrir la voie à l’analyse des HS directement au niveau des cellules par RMN du 
solide. Les études dans ce contexte représentent un enjeu majeur pour la compréhension des différents rôles des 
HS et leur capacité à interagir avec une myriade de protéines in vivo. 
 
Mots-clés : Héparane Sulfate ; RMN ; Sulfatation ; Epimérisation ; Purification ; Marquage métabolique 
 
 

Abstract 

 Glycosaminoglycans (GAGs) belong to a linear polysaccharide family which are found within all tissues, at the 
extracellular matrix and cell surfaces levels. Heparan Sulfates (HS) are one of the major members of this family, 
they are bound to a core protein to form altogether the so-called proteoglycan (PG). Depending on the localization 
and on the core protein, the HS – composed of a N-acetylglucosamine (GlcNAc) and a glucuronic acid (GlcA) [-
4GlcAβ1-4GlcNAcα1-] building block – undergo various modifications. Indeed, HS can be sulfated at different 
positions on both monosaccharide and the GlcA can be epimerized into an iduronic acid (IdoA). The fine structures 
of the polysaccharide will be able to interact with a large range of proteins and play a plethora of roles such as in 
inflammation processes, cell proliferation, angiogenesis, immune responses, viral attachment… 
 The HS structural studies, due to the flexibility and heterogeneity of the polysaccharide, have so far been 
restricted to HS fragments able to bind proteins. The depolymerization techniques induce valuable information 
losses such as epimerization. 
 In this work, we have successfully developed a nuclear magnetic resonance (NMR)-based approach to study 
HS features from 13C metabolically enriched cells. For this, an effective protocol to label and purify HS has been 
set up. By integrating peaks’ volumes at well-resolved 1H-13C chemical shifts by NMR, the sulfation, epimerization 
and disaccharide profile can be determined from full-length HS. This method has been used to study HS from 
various cell types and is of important interest to better understand changes in HS structures that occur through 
physiologic and pathologic events. 
 The results obtained open the way to analyze HS directly at the cell surface via solid state NMR techniques. 
In this context, these studies are a major challenge to decipher the different roles of HS and their ability to interact 
with so many partners in vivo. 
 
Keywords : Heparan Sulfate ; NMR ; Sulfation ; Epimerization ; Purification ; Metabolic-labeling 


